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 "Pour comprendre la réalité du fonctionnement cellulaire, agrandissons la cellule un 
milliard de fois jusqu’à ce qu’elle ait un diamètre de 20 km et ressemble à un vaisseau spatial 
qui aurait la superficie d’une grande ville comme Londres ou New York. Ce que nous 
verrions ce serait une structure d’une complexité et d’une faculté d’adaptation inégalable. A 
la surface du vaisseau nous verrions des millions d’ouvertures, comme les hublots d’un 
vaisseau, s'ouvrant et se fermant afin de permettre à un flot continu de matériel d'entrer et de 
sortir. Si nous entrions par une de ces ouvertures nous nous trouverions devant un monde 
d’une technologie et d'une complexité époustouflante." 
 
 
 
 
 
 
 
Michael Denton (Biochimiste), Evolution : Une théorie en crise, Burnett Books, 1985 
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Malgré les différences existantes entre les bactéries à gram négatifs et positifs aux 
niveaux des fonctions physiologiques et de leurs niches écologiques, elles partagent de 
nombreuses similarités. C'est ce que nous allons voir pour le processus de dégradation des 
ARN et en particulier celui des ARNm.  
Bonne lecture ! 
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Figure 1 : Comparaison de l’activité catalytique des endoribonucléases et des 
exoribonucléases. Les endonucléases ont un rôle de fragmentation de l’ARNm via leur 
activité endonucléolytique. En effectuant un clivage interne au sein de l’ARNm, elles vont 
créer des fragments d’ARN qui sont substrats pour les exonucléases qui vont dégrader ces 
fragments en mononucléotides en attaquant les extrémités 3’ et 5’ (d’après Laalami et al., 
2013) 
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I. Dégradation des ARNm par les Ribonucléases chez les bactéries 
I.A. Dégradation des ARNm : deux modèles bactériens différents, 
Escherichia coli et Bacillus subtilis 
Dans cette introduction, nous allons nous intéresser à la dégradation des ARNm chez 
les bactéries ainsi qu’aux enzymes impliquées dans cette dégradation en nous focalisant sur 
les aspects structuraux et mécanistiques. La dégradation  des ARNm ayant principalement été 
étudiée chez deux modèles bactériens, Escherichia coli (E. coli) et Bacillus subtilis (B. 
subtilis), nous verrons d’abord comment se fait cette dégradation chez ces deux bactéries et 
quelle est son importance dans la régulation de l'expression des gènes lors des divers stress 
auxquels les bactéries sont soumises. Nous détaillerons ensuite les enzymes responsables de 
l’initiation de cette dégradation : les endoribonucléases E, J et Y permettent de fragmenter les 
ARNm afin de générer des fragments d’ARN substrats pour une autre classe de ribonucléases 
(RNases), les exoribonucléases qui agissent à partir des extrémités 3’ ou 5’ (ex : PNPase, 
RNase II, RNase R,…) (Figure 1). Nous verrons comment les structures des RNases E et J ont 
permis d'obtenir des informations quant aux mécanismes de reconnaissance et de clivage 
interne de l'ARN. Puis nous rappellerons l’ensemble des études réalisées sur la RNase Y, 
l’endoribonucléase principale chez B. subtilis dont la structure n’est pas connue et nous 
verrons pourquoi il est primordial d’obtenir des informations structurales sur cette RNase. 
Des études indiquent que les RNases Y et J font partie d’un complexe macromoléculaire de 
dégradation des ARNm, le dégradosome. Alors que ce complexe a été largement étudié chez 
E. coli, chez B. subtilis, son existence reste encore à démontrer. Pour finir, nous verrons que 
la RNase Y joue un rôle important dans la virulence de certains pathogènes humains, comme 
le Staphylocoque doré et que, de manière générale, les RNases sont des cibles thérapeutiques 
potentielles pour de nouveaux antibiotiques qui pourraient permettre de lutter efficacement 
contre ces pathogènes qui sont de plus en plus résistants aux traitements actuels. 
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Figure 2: Arbre phylogénétique des trois règnes du vivant. Les archées et bactéries possèdent 
respectivement leur propre branche au sein de cet arbre phylogénétique. La relation 
phylogénétique entre les différents organismes a été calculé en comparant les séquences des 
ARN ribosomiques 16S (ARNr 16S). (d'après Woese, 1994). 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3 : Répartition de la biomasse en Gigatonnes au sein des êtres vivants. Les archées et 
bactéries représentent, avec les plantes, la plus grosse partie de la biomasse terrestre (Site 
internet n°1) 
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i. Les procaryotes au sein du monde vivant 
Les procaryotes (êtres vivants ne possédant pas de noyau), partie intégrante de la 
biomasse terrestre, rassemblent les archées et les bactéries qui forment deux des trois 
branches de l'arbre phylogénétique du domaine vivant
1
 (figure 2) et représentent, à elles 
seules, 30,9 % de la biomasse terrestre derrière les plantes (68 %), et devant les protistes 
(0,62%), les champignons (0,31%) et enfin les animaux et insectes (0,15%) (Figure 3) (Site 
internet n°1). Les bactéries sont présentes dans tous les environnements : le sol, les eaux 
(océans, mers, lacs, rivières, sources thermales,...) ainsi qu’au sein des êtres vivants (humains, 
animaux, ...)
2
.  
ii. Escherichia coli et Bacillus subtilis : deux modèles d'étude pour la dégradation des 
ARNm 
Deux modèles principaux bactériens sont utilisés pour les études des processus 
cellulaires bactériens, comme le métabolisme des ARNm : Escherichia coli  appartenant à 
l’embranchement des Proteobacteria et à la classe des γ-Protéobactéries et Bacillus subtilis 
appartenant à l’embranchement des Firmicutes et à la classe des Bacilli. Escherichia coli est 
une bactérie à Gram négatif, présente majoritairement dans le tube digestif des animaux. Cet 
organisme a d'abord été utilisé pour étudier le processus de conjugaison bactérienne
3
 et est à 
l’heure actuelle un modèle bactérien très largement utilisé en recherche. Bacillus subtilis est 
une bactérie à Gram positif présente dans le sol et capable d’entrer en symbiose avec les 
racines des plantes. Cette bactérie est donc un excellent modèle pour étudier certains 
processus cellulaires absents chez E. coli, comme la sporulation ou la formation de 
biofilms
4,5
. Cet organisme est également utilisé pour mieux comprendre le fonctionnement de 
certains pathogènes humains à Gram positif comme Staphylococcus aureus, Streptococcus 
pyogenes, Bacillus anthracis (responsable de la maladie du charbon)
6–8
 ou encore le genre 
bactérien Lysteria, comme Lysteria monocytogenes responsable d’intoxications alimentaires. 
L’étude de ce modèle devrait permettre de répondre, dans l’avenir, à certaines questions telles 
que : Quelles pourraient être les nouvelles stratégies thérapeutiques pour combattre ces 
pathogènes ? Comment ces pathogènes se protègent-t-ils grâce à leur mécanisme de 
sporulation et de formation de biofilm ? Quel est le mécanisme de résistance à certains 
antibiotiques, en particulier pour le Staphylocoque doré résistant à la méthicilline 
(SARM) qui devient multi-résistant et pose de nombreux problèmes dans les hôpitaux
6
. 
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Figure 4 : Endoribonucléases (en bas) et exoribonucléases (en haut) identifiées chez les deux 
organismes modèles Escherichia coli et Bacillus subtilis. Certaines de ces enzymes sont 
présentes chez les deux organismes tandis que certaines sont propres aux bactéries à Gram 
positif et d’autres aux bactéries à Gram négatif (d’après Condon, 2016) 
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 E. coli et B. subtilis vivent dans des environnements complètement différents qui 
nécessitent des fonctions physiologiques distinctes pour y vive et s’y adapter. De plus, près de 
trois milliards d’années d’évolution séparent ces deux organismes9 ce qui permet de penser 
que des différences existent en ce qui concerne la dégradation des ARNm chez ces deux 
organismes. Une première différence majeure concernant le métabolisme des nucléotides et 
de l’ARN a été observée au début des années 7010. 
 Une étude a révélé que l’utilisation d’eau marquée 18O conduit à une forte 
incorporation d’ 18O dans les acides nucléiques chez E. coli signifiant que le métabolisme des 
acides nucléiques fait appel à un mode de synthèse et de dégradation hydrolytique
10
. A 
l’inverse, chez Bacillus subtilis, cette incorporation était très faible, indiquant un mécanisme 
non-hydrolytique
11
. A cette époque, la polynucléotide phosphorylase (PNPase) et la RNase II 
était les deux enzymes connues fonctionnant respectivement de façon phosphorolytique et 
hydrolytique. Des tests enzymatiques ont été réalisés à partir d’extraits cellulaires provenant 
de quatre souches : trois d’E. coli (sauvage, PNPase_ et RNase II_) et la souche sauvage de B. 
subtilis, en utilisant un polynucléotide marqué au tritium ([
3
H]polyA). La comparaison de la 
quantité de mononucléotides relargués en absence ou présence de phosphate inorganique a 
montré que, dans la souche sauvage d’E. coli, la dégradation hydrolytique était prédominante 
alors que, chez B. subtilis, la dégradation hydrolytique était négligeable par rapport à la 
dégradation phosphorolytique
12. De plus, la comparaison de l’activité mesurée pour la souche 
PNPase – par rapport à la souche RNase II- d’E. coli indique que c’est la RNase II qui est 
responsable de la dégradation de la majeure partie du poly(A) (>90%). Cette étude a suggéré 
que la différence de mécanisme de dégradation des ARN pour ces deux organismes est due au 
fait qu’ils vivent dans des milieux différents qui ne dépendent pas des mêmes ressources 
énergétiques. En effet, la dégradation phosphorolytique, qui permet de relarguer des 
nucléotides diphosphates et de conserver l’énergie de la liaison phosphodiester, serait présente 
chez B. subtilis qui vit dans le sol où les conditions sont plus difficiles et les ressources 
énergétiques plus rares. A l’inverse, le mécanisme hydrolytique serait prédominant chez E. 
coli, qui vit dans le tube digestif des animaux ou les sources d’énergie sont abondantes, ce qui 
ne nécessite pas de conserver l’énergie de la liaison phosphodiester12. Cette étude a posé la 
question de l’influence du milieu environnemental, dans lequel vit la bactérie, sur le mode de 
dégradation des ARNm. 
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Tableau 1 : Liste non-exhaustive des RNases impliquées dans la dégradation et la maturation 
des ARNm, ARNt et ARNr chez E. coli et B. subtilis. Toutes ces RNases utilisent des 
cofacteurs métalliques pour leurs activités catalytiques
13–27
. 
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iii. Deux bactéries avec des ribonucléases différentes 
 A l’heure actuelle, 21 ribonucléases ont été identifiées chez E. coli et 18 chez B. 
subtilis
28,29
. L’ensemble de ces RNases sont impliquées dans la maturation et la dégradation 
des ARN cellulaires (ARNm, ARNr, ARNt). Nous n’évoquerons pas ici les petits ARN 
(ARNp) et ne détaillerons pas toutes les RNases et leurs implications dans le métabolisme des 
acides nucléiques, mais seulement les principales. Parmi ces ribonucléases identifiées, 
seulement six sont communes à E. coli et B. subtilis et, de manière générale, à toutes les 
eubactéries
29
. Pour les endoribonucléases, il s’agit de la RNase III, la RNase P et la RNase Z. 
Ces trois enzymes ont la particularité d’être impliquées dans la maturation des ARNr et 
ARNt, qui sont présents chez toutes les bactéries ce qui explique leurs conservations
29
. Les 
exoribonucléases communes à E. coli et B. subtilis sont la PNPase, la RNase R et la RNase 
PH
29
. La PNPase est une enzyme très conservée
30
 chez les bactéries, mais également présente 
chez certains organismes eucaryotes
31
. Les RNase R et PH sont également impliquées 
respectivement dans la dégradation des ARNr et la maturation des ARNt
22,23
.  
 
 En conclusion, les enzymes responsables de la dégradation des ARN sont différentes 
chez E. coli et B. subtilis en particulier pour les endonucléases. Au niveau des exonucléases 
d'ARNm, la RNase II, une enzyme hydrolytique, est absente chez B. subtilis et remplacée, 
lors de la dégradation des ARNm, par une enzyme phosphorolytique, la PNPase. De même, B. 
subtilis utilise la RNase PH, une enzyme phosphorolytique, à la fois pour dégrader les ARNm 
et maturer les ARNt, tandis que chez E. coli elle n’est impliquée que dans la maturation des 
ARNt. Nous allons maintenant nous intéresser plus particulièrement aux endonucléases 
principales responsables de l’initiation de la dégradation des ARNm présentes chez ces deux 
organismes. 
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Figure 5: Maturation des ARNr chez E. coli par différentes RNases. La RNase E, représentée 
par un rectangle vert, est responsable de la maturation de l’ARNr 5S mais également de 
l’ARNr 16S (d’après Mackie, 2013). 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 6: Implication de la RNase E dans la maturation des ARNt chez E. coli. La RNase E 
est désignée par une paire de ciseaux bleu foncé (d'après Redko et al., 2007) 
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iv. Identification et caractérisation enzymatique de la RNase E chez E.coli et des RNases 
J et Y chez B. subtilis 
La dégradation des ARNm chez les bactéries a tout d'abord été très étudiée chez E. 
coli, avec l'étude de la RNase E,  puis chez B. subtilis avec les découvertes des RNases J et Y. 
La RNase E d’Escherichia coli 
C’est en 1977 que l’endoribonucléase principale d’E. coli, la Ribonucléase E (RNase 
E), responsable de l’initiation de la dégradation des ARNm fut découverte32. Son activité fut 
mise en évidence en étudiant la maturation des ARN ribosomiques (ARNr)
32
 en utilisant des 
souches isogéniques RNase III+ et RNase III-, la RNase III était déjà connue pour être une 
des endonucléases responsables de la maturation des ARNr 
33. Par Northern blot, l’équipe de 
David Apirion a montré que la souche RNase III- possédait une autre enzyme capable 
d’effectuer la maturation du pré-ARNr 5S (Figure 5). Cette enzyme a ensuite été identifiée et 
renommée RNase E
32. Il a ensuite été montré qu’une inactivation thermique de la RNase E 
augmentait la demie-vie des ARNm globaux d'un facteur 5 (passant de 2,5min à plus de 10 
min) 
34
. Cette expérience indiquait donc que la RNase E était l’enzyme principale responsable 
de l’initiation de la dégradation des ARNm chez E. coli35. Après cela, de nombreuses autres 
études ont permis de caractériser le mécanisme par lequel la RNase E permet la dégradation 
des ARNm: la RNase E clive dans des régions riches en nucléotides A et U (AU-rich) et 
simple brin 
36
; son activité in vitro est 10 fois plus efficace en présence d’un ARNm portant 
une extrémité 5’ monophosphate (5'-monoP) plutôt qu'une extrémité 5’ triphosphate (5'-
triP)
36
. Pour finir, la RNase E est une RNase essentielle chez E. coli. En effet, ceci est due a 
son activité de maturation des ARN de transfert (ARNt). En absence de RNase E, les ARNt 
ne sont plus maturés
37,38
 (figure 6). 
Avec les progrès de la biologie moléculaire dans les années 90 de nombreux génomes 
ont pu être séquencés dont celui de l'homme, d’ E. coli et de B. subtilis (ces derniers réalisés 
en 1997)
39,40
. Les résultats de séquençage du génome de B. subtilis ont montré que le gène 
codant pour la RNase E était absent chez B. subtilis ainsi que celui codant pour la RNase II, l' 
exoribonucléase, responsable majoritairement de la dégradation des fragments d’ARNm 
générés par la RNase E (tableau 1). La dégradation des ARNm était donc catalysée par 
d'autres enzymes. Les résultats ont conduit les scientifiques à rechercher les enzymes 
responsables de la dégradation des ARNm chez B. subtilis. 
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Figure 7 : Implication de la RNase J dans la maturation et la dégradation de certains 
transcrits chez B. subtilis A. Maturation du transcrit thrS, le clivage endonucléolytique par la 
RNase J permet d’augmenter la stabilité du transcrit (d'après Even et al., 2005) B. Implication 
de la RNase J dans la dégradation de l'opéron tryptophane (d'après Condon et Bechhofer, 
2011)  C. Implication de la RNase J dans la maturation de l'ARNr 16S, les sites de coupures 
sont similaires à ceux de la RNase E chez E. coli (d'après Britton et al., 2007) 
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La RNase J de Bacillus subtilis, une enzyme avec une double activité 
 La RNase J fut identifiée en 1997 dans l’équipe de Marianne Grunberg-Manago à 
l’institut de biologie physico-chimique (IBPC) de Paris. En effet, en étudiant le transcrit 
codant l’amino acyl-tRNA synthétase (gène thrS) de B. subtilis, ils ont détecté par Northern 
blot que ce transcrit était clivé par une activité endonucléolytique chez B. subtilis
41
. Ils ont 
alors cloné le gène thrS de B. subtilis dans un plasmide, puis ce plasmide a été inséré chez E. 
coli. Un fois transcrit chez E.coli, ils observaient un clivage endonucléolytique catalysée par 
la RNase E. Les sites de clivages par la RNase E et par l'endonucléase de B. subtilis étaient 
identiques. Il a donc été conclu qu’il existait une RNase chez B. subtilis portant la même 
activité que la RNase E
42
. Cette RNase a ensuite été identifiée et fut alors considérée comme 
l’homologue fonctionnel de la RNase E chez Bacillus subtilis. Deux gènes paralogues ont été 
identifiés, ykqC (rebaptisée RNase J1) et ymfA (rebaptisée RNase J2). Plus tard, il fut 
également montré que la maturation de l’opéron trp chez B. subtilis faisait appel à l’activité 
endonucléase de la RNase J
43
 mais également à une activité 5’ exonucléase portée également 
par la RNase J
43. Ce fut alors la première enzyme ayant une activité exonucléase en 5’ 
identifiée chez les bactéries. Cette activité étant absente chez E. coli. La RNase J est donc la 
première enzyme possédant une activité double, endonucléase et exonucléase, à avoir été 
identifiée chez les bactéries. Il existe d'autre enzyme portant deux activités, exo et 
endonucléase, comme la sous-unité Rrp44p de l'exosome humain, un complexe de 
dégradation des ARNm
44
. 
 Une autre étude a également montré in vitro que cette enzyme était impliquée dans la 
maturation de l’ARNr 16S et que les sites de clivages endonucléolytiques de la RNase J 
étaient similaires à ceux de la RNase E
45,46
. Cela conforta l’idée que la RNase J était 
l’endonucléase principale chez B. subtilis. Cependant, une étude ultérieure a montré que la 
demie-vie des ARNm globaux d’une souche dépleté en RNase J n’était que très faiblement 
augmentée par rapport à la souche sauvage, passant de 2,6 min à 3,6 min
47
. Il a donc été 
suggéré que la RNase J n’était sans doute pas la seule RNase responsable de l’initiation de la 
dégradation des ARNm chez B. subtilis. 
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Figure 8: A. Copurification in vitro de la RNase J1 et J2. Les puits 2, 3 et 4 correspondent 
respectivement à la purification de la RNase J1, J2 et du complexe RNase J1/RNase J2 avec 
la RNase J1 portant une étiquette hexahistidine en C-terminal. B. Tests d'activité exonucléase 
sur un ARN simple brin marqué au phosphore γ  32  (32P). C. Paramètres catalytiques calculés 
pour les RNases J1, J2 et du complexe J1/J2. D. Clivage endonucléolytique par la RNase J1, 
J2 et par le complexe J1/J2 sur le transcrit thrS (d'après Mathy et al., 2010) 
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Les RNases J1 et J2 possèdent respectivement 50% et 70% d'identité et d'homologie 
de séquence, pour une masse d'environ 62 kDa chacune. De plus, la RNase J1 est une protéine 
globalement acide avec un pI de 6,2 tandis que la RNase J2 est une protéine plutôt basique 
avec pI de 9,0. Il a donc été supposé que ces deux enzymes forment un complexe stable. Les 
deux protéines ont donc été coexprimé in vitro chez E. coli, la RNase J1 portant une étiquette 
hexahistidine en C-terminal. Une bande correspondant a la RNase J1 était observée sur gel 
SDS-PAGE avec une autre bande de masse légèrement plus faible. La même expériences a 
été réalisé in vivo dans laquelle la RNase J1 porte une étiquette FLAG, le même résultat fut 
observé. Après analyse en spectrométrie de masse, la bande en dessous de la RNase J1 
correspondait bien à la RNase J2. Ce qui a prouvé l'existence d'un complexe entre la RNase J1 
et J2 in vitro et in vivo. Une analyse en SEC-MALLS et ultracentrifugation analytique a été 
réalisé sur le complexe. Les masses déterminées par les deux techniques sont respectivement 
219 et 245 kDa, ce qui veut dire que les deux protéines forme un hétérotétramère (2 RNase J1 
+ 2 RNase J2). Des tests d'activité ont également été réalisé sur ce complexe mais également 
sur les deux enzymes purifiées séparément. Il s'est avéré que la RNase J2 a une activité 
exonucléase 200 à 400 fois inférieure à la RNase J1 et au complexe RNaseJ1/J2. De plus, la 
RNase J2 a une affinité pour le substrat 10 à 30 fois inférieure a la RNase J1 et au complexe 
RNase J1/J2 respectivement. Il semble donc que ce soit la RNase J1 qui porte l'activité 
exonucléase. L'activité endonucléase a également été testée sur le transcrit thrS, les trois 
formes de l'enzyme (RNase J1 seule, RNase J2 seule et le complexe RNase J1/J2) clivent le 
substrat de façon endonucléolytique. Les enzymes seules clivent 175 nt après l'extrémité 5' 
tandis que le complexe clive à 280 nt de l'extrémité 5'. On a donc une activité endonucléase 
qui est différente entre les enzymes seules et le complexe
48
. 
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Figure 9: Caractérisation de l’activité endonucléolytique de la RNase Y sur le transcrit 
yitJ. A. Principe de régulation de la transcription par un riboswitch (d'après Kim and Breaker, 
2008). B. La RNase Y (YmdA) est nécessaire in vivo pour initier la dégradation du transcrit 
yitJ, en son absence d'inducteur et donc d'expression de la RNase Y, le transcrit s'accumule 
(puit n°5). C. Caractérisation de l'activité endonucléase de la RNase Y (YmdA) sur le 
transcrit yitJ. D. Sites de coupures déterminés pour la RNase Y sur le transcrit yitJ (d'après 
Laalami et Putzer, 2011).  
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La RNase Y, l'endoribonucléase principale de Bacillus subtilis  
 En 2009, une autre endonucléase fut identifiée et appelée RNase Y
27
. Son activité a été 
caractérisé sur le transcrit yitJ codant pour une protéine impliquée dans la synthèse de la S-
adénosyl-méthionine. (SAM). Ce transcrit est régulé par un riboswitch. Un riboswitch est une 
structure secondaire présente dans la region 5’UTR capable de changer de conformation via la 
fixation d’un métabolite, ce qui entraîne prématurément l’arrêt de la transcription (Figure 9A). 
En général, le métabolite est le produit issus de l'enzyme codée par le gène régulé par le 
riboswitch. Dans le cas de yitJ, la fixation de la SAM dans la région 5’UTR arrête la 
transcription
49
. Il a été montré que dans une souche dépletée en RNase Y, ce transcrit était 
accumulé et qu’à l’inverse dans les souches dépletées en RNase J et RNase III, ce transcrit 
n’était pas présent, donc dégradé (Figure 9B). La RNase Y fut donc identifiée comme étant 
une endonucléase initiant la dégradation du transcrit prémature yitJ, mais également de 10 
autres Riboswitch SAM-dépendant. De plus, la stabilité des ARNm globaux est fortement 
augmentée dans la souche déplétée en RNase Y, la demie-vie croissant de 2,8 min à 6,1 min
27
. 
Concernant la spécificité de substrat de la RNase Y, il a été montré in vivo et in vitro que 
l’enzyme clive dans des sites riches en nucléotides A et U proches de structures secondaires et 
simple brin, tout comme la RNase E et J
27
. Les séquences des sites de clivage de ces trois 
endonucléases sont très similaires (annexe 2). Il a également été montré in vitro que 
l’efficacité de clivage est augmentée lorsque le transcrit possède une extrémité 
5’monophosphate plutôt qu’une extrémité 5’ trisphosphate27. Tout comme la RNase E, la 
RNase Y est donc capable d'effectuer un clivage endonucléotlytqiue sur un ARNm avec une 
extrémité 5'-triphosphate mais de façon moins efficace
27
. Tout comme la RNase E, il 
semblerait que la RNase Y empreinte principalement la voie directe pour cliver les ARNm, 
qui est la dégradation des ARNm en effetcuant un clivage endonucléolytique sans passer par 
la conversion de l'extrémité 5’-triphosphate en 5'-monophosphate.  
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Tableau 2 et 3: Tab 2. (Haut) Transcrits dont le clivage endonucléolytique par la RNase Y a 
été identifié. Tab 3. (Milieu) Liste non-exhaustive de transcrits dont la stabilité (demie-vie) 
est augmentée en absence de la RNase Y (d’après Laalami et al., 2014) 
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 Suite à cela de nombreux autres transcrits ciblés par la RNase Y furent identifiés. Ces 
transcrits codent pour des protéines dont la fonction est primordiale dans la cellule. Par 
exemple, la RNase Y est responsable de la maturation de l'opéron gapA qui code pour la 
glycéraldéhyde 3-phosphate déshydrogénase (GAPH) qui fait partie de la glycolyse
50
. Le 
tableau 2 du haut donne une liste non-exhaustive des transcrit ciblés par la RNase Y. 
Ce tableau ne cite que des études qui ont été réalisé sur un transcrit en particulier dont le 
clivage endonucléolytique par la RNase Y a été démontré in vitro. D'autres études 
transcriptomiques à grande échelle ont permis de mettre en évidence de nombreuses autres 
cibles potentielles de la RNase Y
51–53
. Ces cibles sont également  liées à des fonctions 
biologiques cruciales chez B. subtilis. Dans ces études, le gène de la RNase Y est placé sous 
le contrôle d'un promoteur inductible au xylose, le gène de la RNase Y est donc déplété. On 
compare alors l'abondance de l'ensemble des transcrits en absence et en présence de xylose, 
donc en absence ou en présence de RNase Y. Pour chacune des deux conditions, on regarde si 
la durée de vie des transcrits est augmentée ou diminuée. Des sondes spécifiques de certaines 
transcrits sont utilisés afin d'étudier la modification de la durée de vie de ces transcrits en 
absence et en présence de la RNase Y. C'est comme cela que certains opérons dont la fonction 
est importante dans la cellule ont montré une durée de vie augmentée dans la cellule. Ces 
opréons sont résumés dans le tableau 3 du bas. La RNase Y a donc été considérée dès lors 
comme l'endoribonucléase principale chez B. subtilis responsable de l'initiation de la 
dégradation des ARNm et de la maturation de certains transcrits.  
 Pour finir, ces trois endonucléases ont les mêmes spécificités de substrat et les sites de 
clivages sur les ARN sont très similaires entre ces trois enzymes (annexe 2). 
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Figure 10: A. Principe du clivage de la liaison phosphodiester par les RNases du côté 5' ou 3' 
de l'atome de phosphore, donnant respectivement une extrémité 3'-phosphate où 5'-phosphate 
(d'après Yang, 2010). B. Mécanisme de l’hydrolyse alcaline de l’ARN permettant de relarguer 
des nucléotides 2’- ou 3’-monophosphate (d’après Robert Horton et al., Principes de 
Biochimie, De Boeck 4
ème
 édition, 2006). 
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v. Mécanisme de clivage de la liaison phosphodiester au sein de l'ARN par les 
ribonucléases 
Les enzymes qui catalysent l’hydrolyse de la liaison phosphodiester des acides 
nucléiques sont appelées des nucléases. Ces enzymes sont indispensables au bon 
fonctionnement de la cellule car impliquées dans des processus biochimiques capitales pour la 
physiologie cellulaire (annexe 4)
13
.   
La rupture de la liaison phosphodiester consiste à cliver la liaison covalente entre le 
phosphate et l'oxygène (P-O), au sein d'un polymère d'acide nucléique. Ce clivage peut se 
faire du côté 5' ou 3' de la liaison (5'O-P-O3.'), en libérant soit une extrémité 5'-phosphate ou 
3'-phosphate (figure 10A). Le mécanisme de clivage est une réaction acide-base dans laquelle 
la base est responsable de l'activation du nucléophile en le déprotonant. L'acide va faciliter la 
formation du produit de la réaction en protonant le groupe partant. Les nucléases utilisent 
divers types de nucléophiles, cela peut être une molécule d'eau, le (désoxy)ribose, un 
phosphate inorganique, ou les chaines latérales des acides aminés Ser, Tyr ou His
13
. De plus 
la catalyse peut ou non nécessiter un ion métallique qui est coordonné par des acides aminés 
au sein de l'enzyme. La réaction peut être divisée en trois étapes : 
1) attaque nucléophile du phosphore scissile de la liaison phosphodiester 
2) formation d'un intermédiaire penta-covalent chargé négativement 
3) rupture de la liaison du phosphate scissile avec l'oxygène du côté 5' ou 3' 
Ici, nous allons uniquement nous intéresser au mécanisme des Ribonucléases (RNases) qui 
clivent l’ARN.  
 
Hydrolyse alcaline de l'ARN 
 En milieu alcalin, l'ARN va s'hydrolyser sans avoir besoin d'un catalyseur 
enzymatique. En effet, a pH basique, un ion hydroxyde (HO
-
) active la fonction 2'-OH du 
ribose en la déprotonant. L'oxygène nucléophile va ensuite attaquer la fonction phosphoester 
pour former un intermédiaire phosphodiester cyclique avec coupure de la chaîne. Un second 
ion hydroxyde va ensuite venir catalyser la conversion de cet intermédiaire cyclique, ce qui va 
produire une extrémité 2' ou 3'-monophosphate et 5'-hydroxyle (5'-OH) (Figure 10B). Le 
mécanisme de clivage par les RNase s'est "inspiré" de l'hydrolyse alcaline des ARN.  
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Figure 11: Mécanisme de l'attaque nucléophile par les RNases à deux ions dépendant 
(gauche) ou à un ion dépendant (droite) (d'après Yang, 2010) 
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Hydrolyse de l'ARN par les RNases 
Dans un premier temps, l'hydrolyse de la liaison phosphodiester par les RNases 
produit la plupart du temps une extrémité 5'-phosphate et une extrémité 3'-OH. Pourquoi ? 
Tout d'abord, par ce que la fonction 3'-OH peut directement servir de nucléophile pour 
d'autres nucléases (ex: ADN et ARN polymérases, ADN ligases, transposases, 
spliceosomes,...). Ensuite, l'extrémité 5'-phosphate peut également servir directement de 
susbstrat, lors de la fin de la réplication,  pour la ligation de l'ADN, mais également dans les 
cas de la réparation ou recombinaison de l'ADN. Sur la base du mécanisme catalytique les 
RNases peuvent être classées en trois groupes
13
: 
 
1) Les RNases métal-indépendant 
2) Les RNases métal-dépendant avec deux ions bivalents 
3) Les RNases métal-dépendant avec un ion bivalent 
 
1) RNases métal-indépendant 
 Ces RNases vont utiliser le groupement 2'-OH du ribose comme nucléophile, son 
activation va permettre une attaque nucléophile de l'atome de phosphore et la formation d'un 
groupement 2',3'-phosphate cyclique labile, qui va être hydrolysé et permettre la formation 
d'une extrémité  3'-phosphate
13
. C'est le cas du mécanisme de clivage par la RNase A
54
. 
 
2) Mécanisme dépendant à deux ions métalliques 
 Dans tous les cas, la réaction d'hydrolyse métal-dépendante de la liaison 
phosphodiester libère toujours une extrémité 5'-monophosphate et 3'-hydroxyle. Les cations 
Mg
2+
 et Ca
2+
 sont les deux ions les plus abondants chez les organismes vivants et le Mg
2+
 est 
celui qui est le plus abondant à l'intérieure des cellules. Le Mg
2+
 est l'ions le plus 
fréquemment associé aux enzymes impliquées dans le métabolisme des acides nucléiques. 
Cette utilisation fréquente du Mg
2+
 est probablement due a son abondance dans la cellule, sa 
stabilité redox et sa solubilité en comparaison du Mn
2+
, Fe
2+
, Ca
2+
, Cu
2+
, Ni
2+
 et Zn
2+
. Les 
avantages d'incorporer deux ions métalliques pour la catalyse  sont une plus grande spécificité 
pour le substrat et une libération du produit plus efficace
13
.  
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Figure 12: A. Mécanisme enzymatique de la RNase H 
avec 2 ions métalliques. (R= fixation du substrat; TS = 
Etat de transition; P = relargage du produit) (d'après 
Palermo et al., 2015) B. Structure cristallographique de 
la RNase H en interaction avec un duplex ARN/ADN. 
C. Structure atomique du site catalytique de la RNase 
H avec les deux ions représentés par des sphères jaunes 
(d'après Nowotny et al., 2005) 
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 Les deux ions métalliques (A et B) sont en général coordonnés par des résidus 
aspartates. L'ion A est du côté nucléophile tandis que l'ion B est du côté du groupe 3'-O 
partant. Il est possible que des résisdus autres que l'Asp permettent également la coordination  
des deux ions et l'exclusion des molécules d'eau de l'ion B. Ces résidus peuvent être des His, 
Glu ou Tyr
13
. 
 Il a été proposé que l'ion A permette d'initier la réaction par la déprotonation du 
nucléophile, qui peut être une molécule d'eau ou un phosphate inorganique (Pi), tandis que 
l'ion B permettrait la stabilisation de l'état de transition penta-covalent ainsi que la 
déstabilisation  du phosphate scissile pour le clivage. Mais des études structurales sur la 
RNase H ont montré que ces deux ions se rapprochent durant la catalyse (~3,5 Å) pour 
stabiliser ensemble l'état de transition
13
.  
 La RNase H est une RNase fonctionnant avec deux ions métalliques Mg
2+
. Cette 
RNase va cliver les ARN mais également les complexes ARN/ADN. Le mécanisme 
catalytique de cette enzyme a été résolu via des structures cristallographiques. Dans cette 
enzyme, l'ion Mg
2+
(A) va déprotoner le nucléophile lui permettant d'attaquer la liaison 
phosphodiester scissile, le résultat est la formation d'un état de transition penta-covalent 
stabilisé par les deux ions. Pour finir, il y a clivage de la liaison et formation des deux 
extrémités 5'-P et 3'-OH
55
. 
 
3) Mécanisme dépendant à un ion métallique 
 Dans le mécanisme dépendant à un ion, l'ion B est présent tandis que l'ion A est 
absent. En général, c'est une histidine qui coordonne l'ion métallique. L'activation de la 
molcéule d'eau est en général réalisée par une histidine qui va déprotoner la molécule d'eau, 
ce qui va créer le nucléophile qui va ensuite aller attaquer le phosphate de la liaison 
phosphodiester
13
.  
 
Les RNases bactériennes métal-dépendantes, qu’elles soient des exonucléases ou 
endonucléases, utilisent  un cofacteur métallique pour : 
 stabiliser la charge négative du nucléophile 
 stabiliser le groupement hydroxyle qui joue le rôle de la base 
 stabiliser la géométrie de l’état de transition 
 stabiliser la charge négative du produit, le rendant meilleur groupe partant 
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Figure 13: A. Structure générale d’un ARNm procaryote (d’après Garrett et Grisham, 
Biochimie, 2008). B. Structure du terminateur de la transcription chez les procaryotes dans le 
cas de la terminaison Rho indépendante (d’après Garrett et Grisham, Biochimie, 2008 ). C. 
Visualisation, au microscope électronique, des ribosomes présents sur un ARNm bactériens 
(d'après Garrett et Grisham, Biochimie, 2008). 
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I.B. Dégradation des ARNm : une stratégie conservée 
i. Protection des ARNm contre la dégradation 
L'instabilité des ARNm a un rôle primordial dans le contrôle de l'expression des gènes. 
En effet, cette instabilité permet aux bactéries de s'adapter rapidement aux changements de 
conditions environnementales, mais elle permet également de produire la bonne quantité 
d'une protéine donnée et le recyclage des ribonucléotides pour les incorporer dans une 
nouvelle molécule d'ARN
28,56,57
. Les ARNm sont des molécules biologiques dont la durée de 
vie est relativement courte dans la cellule, de l’ordre de quelques secondes à plusieurs 
minutes
28
. En général, ce temps de demi-vie est inférieur au temps de division de l'organisme. 
Par exemple, la demie-vie moyenne des ARNm globaux (~ 80%)  chez Bacillus subtilis est 
d'environ 5 min
28
. Cette instabilité est d'abord due à la molécule d'ARN en elle-même, qui 
possède des liaisons phosphodiester scissiles du fait du groupement 2'-OH sur le ribose. 
Ensuite, les ARNm possèdent très peu de structures secondaires, contrairement aux ARNt et 
aux ARNr. De plus, les ARNt et ARNr possèdent de nombreuses modifications post-
transcriptionnelles qui les rendent plus résistants à la dégradation et leurs confèrent une durée 
de vie beaucoup plus longue dans la cellule, pouvant aller jusqu'à plusieurs générations 
cellulaires
58–60
. Pour pallier à leur instabilité, les ARNm possèdent des systèmes de protection 
contre la dégradation. Tout d'abord, les ARNm ne sont pas libres dans la cellule mais en 
grande partie fixés sur les ribosomes (Figure 13C), machinerie de traduction qui empêche les 
RNases d’accéder au site de clivage61. Ensuite, la molécule d'ARNm possède un groupe 
triphosphate en 5' qui protège cette extrémité contre une attaque par les exonucléases
62
. Des 
structures secondaires de type tige-boucle présentes en 5', dans la région non traduite (5'UTR) 
empêchent aussi un clivage interne de l'ARNm
62
. Enfin l'extrémité 3' se termine en général 
par le terminateur de la transcription qui est une structure tige-boucle protégeant cette 
extrémité
62
(figure 13B). L’initiation de la dégradation des ARNm commence par l'élimination 
d'une des protections portées par ces ARNm. De façon générale, le clivage débute toujours au 
niveau de la région 5' UTR, par la conversion du groupement 5' triP en 5' monoP, catalysée 
par la pyrophosphohydrolase (RppH)
63,64
. L’extrémité 5'monoP est ensuite reconnue par les 
endonucléases, leurs permettant de fixer l'ARN. De plus, des hélicases d'ARN peuvent 
éliminer les structures tige-boucle et donc libérer des sites de clivage pour les 
endonucléases
65
. 
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Figure 14 : Dégradation des ARNm chez E. coli. La RNase E est responsable de l’initiation 
de la dégradation par un clivage endonucléolytique. Ce clivage peut être dépendant de 
l’extrémité 5’ (in vivo/in vitro) ou peut se faire directement sans nécessité d’avoir une 
extrémité 5’-monophosphorylée (in vitro). Les fragements issus du clivage vont être ensuite 
dégradés par des exonucléases (RNase II, PNPase). L’extrémité 3’ structurée du transcrit est 
polyadénilé pour permettre à la PNPase de dégrader la structure secondaire ou cette structure 
secondaire peut être dégradée par la RNase R, une éxonucléase spécifique des structures 
secondaires (d’après Laalami et al., 2013). 
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ii. La dégradation des ARNm chez E. coli contrôlée par la RNase E 
Voie de dégradation RppH-dépendante 
 Chez E. coli, après coupure du groupement 5’-triP par la RppH, l’extrémité 5' monoP 
est reconnue par la RNase E, via son domaine 5'-senseur,  ce qui va induire le clivage 
endonucléolytique (cf II.A.i). Ce clivage va donc libérer deux fragments, le fragmeent aval 
portant une extrémité 5' monoP, et le fragment amont portant une extrémité 3' sans structure 
secondaire (Figure 14). Ce dernier va être rapidement dégradé par des 3' exoribonucléases 
(RNase II, PNPase, RNase R et oligoribonucléase)
28
. Le fragment portant une extrémité 5' 
monoP est de nouveau reconnu et clivé par la RNase E afin de répéter le processus de clivage. 
Les fragments protégés par une structure tige-boucle en 3' sont polyadénylés par la poly(A) 
polymérase ce qui permet aux exoribonucléases de dégrader cette structure tige-boucle
28,66
. 
Mais cette structure secondaire peut également être dégradée par la RNase R, une éxonucléase 
spécifique des structures secondaires. 
 
Voie de dégradation indépendante de la RppH 
 Il a cependant été montré in vivo qu'en absence de la RppH seulement 10% des ARNm 
chez E.coli sont stabilisés, ce qui signifie qu’il existe une voie directe pour initier la 
dégradation des ARNm indépendante de la RppH. Cette voie est utilisée en général lorsque 
l'ARN porte des structures secondaires en 5', ou bien lorsque le ribosome est lié à l'ARNm 
pendant la traduction. Dans ce cas, la RNase E effectue le clivage directement sans 
conversion de l'extrémité 5'-triP en 5' monoP
28
. 
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Figure 15 : Dégradation des ARNm chez B. subtilis. La RNase Y est responsable de 
l’initiation de la dégradation par un clivage endonucléolytique. Ce clivage peut être dépendant 
de l’extrémité 5’ (in vivo/in vitro) ou peut se faire directement sans nécessité d’avoir une 
extrémité 5’-monophosphorylée (in vitro). Les fragements issus du clivage vont être ensuite 
dégradés par des exonucléases (RNase J, PNPase) (d’après Laalami et al., 2013). 
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ii. La dégradation des ARNm chez B. subtilis : RNase Y vs RNase J 
 Les étapes menant à la dégradation complète d’un ARNm chez B. subtilis sont les 
mêmes que pour E. coli. Par contre, les acteurs de cette dégradation sont différents : la RNase 
E est absente chez B. subtilis et une nouvelle enzyme, la RNase J est responsable de l’activité 
5’ exoribonucléase. Comme chez E. coli, la dégradation des ARNm chez B. subtilis peut se 
faire via deux voies différentes (une voie directe et une voie dépendante de l’extrémité 5’). 
Chez E. coli, la RNase E est responsable de la dégradation par ces deux voies. Chez B. 
subtilis, ces deux voies sont prisent en charge par la RNase Y, une enzyme découverte en 
2009 et responsable de la dégradation de la majorité des ARNm
28
. Mais chez B. subtilis la 
RNase J est également responsable de l'initiation de la dégradation de certains transcrits. Chez 
E. coli, il n'y qu'une seule endonucléase responsable de cette initiation 
Implication de la RNase J 
 La RNase J est responsable de la dégradation de certains ARNm, en effet, il a été 
montré que dans certains cas, lorsque l’ARNm possède un groupement triP en 5’, la RNase J 
est capable de reconnaitre ce groupement triphosphate mais ce dernier va bloquer son activité 
exonucléase. La RNase J va alors effectuer un clivage endonucléolytique au sein de l’ARNm, 
ce qui va générer une extrémité 5’ monoP.  La RNase J va alors ensuite dégrader le fragement 
d'ARN portant une extrémité 5'-monoP grâce à son activité 5’ exoribonucléase.  L’activité 
5’exoribonucléase de la RNase J est également stimulée grâce à l’activité de la RppH de B. 
subtilis (BsRppH)
63,64. La RppH va éliminer le groupement pyrophosphate (phosphate γ et β) 
de l'extrémité 5'. Ce qui va permettre à la RNase J de dégrader l'ARN par son activité 
exonucléase. Pour le moment, le mécanisme de clivage endonucléolytique par la RNase J 
n'est pas bien connu (cf II.A.ii)
28
. 
Implication de la RNase Y  
 La RNase Y est responsable de l'initiation de la dégradation de la majeur partie des 
ARNm chez B. subtilis. Des expériences d'activité in vitro sur le transcrit yitJ ont montré que 
la RNase Y était capable d’effectuer un clivage endonucléolytique sans avoir besoin d'une 
extrémité 5'-monoP. C'est ce qu'on appel la voie d'entrée directe. Mais, dans cette même étude 
il a également été montré que l'activité de la RNase Y était stimulé par la pla présence d'une 
extrémité 5'-monophosphate, c'est ce que l'on appel la voie dépendante de l'extrémité 5'
28
.  
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 Dans cette voie, tout comme pour le RNase J, c'est la BsRppH qui, en éliminant le 
pyrophosphate de l'extrémité 5', va stimuler l'activité de la RNase Y
63,64,67
. Lorsque le clivage 
endonucléolytique de la RNase Y est effectué, c'est la PNPase et la RNase J qui vont dégrader 
respectivement les fragements en amont et en aval de la coupure endonucléolytique. Ces deux 
fragements portant respectivement une extrémité 3'-OH et 5'-monoP. 
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Tableau 4 : Coexistence des RNase E, J et Y au sein des 
procaryotes. La RNase Y est totalement absente chez les 
γ-Protéobactéries dont fait partie E. coli. Par contre, la 
RNase E est présente chez 25 à 50% des Bacilles avec les 
RNase J et Y, mais B. subtilis ne possède pas la RNase E. 
(d’après Laalami et al., 2013) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 16: Arbre phylogénétique des RNases chez les bactéries à Gram poitifs. La relation 
phylogénétique entre les différents organismes a été calculé en comparant les séquences des 
ARNr 16S en utilisant Clustal X. (III = RNase III; P = RNase P; Z = RNase Z; M5 = RNase 
M5; G = RNase G; EG = RNase E/G; H1 = RNase HI; H2 = RNase HII; H3 = RNase HIII; Y 
= RNase Y; mIII = MiniRNase III; Maz = MazF/EndoA; Yhc = YhcR; Bsn = RNase Bsn; Bar 
= Barnase; R = RNase R; II = RNase II; Pnp = polynucleotide phosphorylase; PH = RNase 
PH; Orn = oligoribonuclease; T = RNase T; D = RNase D; Yha = RNase YhaM; J = RNase J; 
NrA = NanoRNase A; NrB = NanoRNase) (d'après Durand et al., 2015) 
 
49 
 
iv. Coexistence des endonucléases E, J et Y et évolution convergente 
 Chez les procaryotes, trois endoribonucléases principales permettent d’initier la 
dégradation des ARNm : les RNases E, Y et J
28. Chaque bactérie possède au moins l’une de 
ces trois endoribonucléases. Chez les γ-protéobactéries, c’est la RNase E qui est la plus 
abondante (E. coli ne possède que la RNase E). A l’inverse, chez les firmicutes, ce sont les 
RNase Y et J qui sont les plus présentes (tableau 4). Chez B. subtilis, la RNase E est absente, 
mais comme nous l'avons vu, les RNases Y et J ont un rôle analogue (Tableau 4). 
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Fugure 17: Facteurs induisant une vulnérabilité des ARNm face à la dégradation par les 
RNases (d’après Mackie, 2013) 
 
 
 
Tableau 5 : Liste non-exhaustive des stress rencontrés dans le milieu environnemental 
(d’après Barria et al., 2016) 
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v. Dégradation des ARNm et régulation de l’expression des gènes 
Au sein de leurs niches, les bactéries doivent constamment faire face à de brusques 
changements de conditions environnementales, et doivent être capables de s’y adapter 
rapidement. La balance entre la traduction protéique et la dégradation des ARNm va assurer 
une réponse rapide de la bactérie face à ces nombreux stress
68
. 
En particulier, la régulation de l’expression des gènes est cruciale pour cette 
adaptation et fait appel à des mécanismes de régulation complexes, à la fois transcriptionnel et 
post-transcriptionnel
57,69–71
. Les RNases ont un rôle important dans la régulation post-
transcriptionnelle. En effet, ces stress vont être responsables de modification au niveau de la 
transcription des gènes, en provoquant des arrêts de la transcription pour certains gènes et 
l’induction de la transcription d’autres gènes. Les transcrits dont la transcription est stoppée; 
ne pouvant être traduit, doivent être dégradés rapidement afin de permettre le renouvellement 
des nucléotides pour la synthèse des nouveaux ARN. Les ARN endommagés par des stress, 
par exemple oxydatif, doivent également être dégradés rapidement (figure 17).  
Cette dégradation rapide des ARNm par les RNases permet un ajustement continuel de 
la population en messager aux besoins de la cellule en protéines spécifiques. 
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Figure 18 : Réseau d’interactions entre les différents stress et les RNases permettant de 
fournir une réponse adaptative à ces stress. Les endonucléases sont représentées par des 
ciseaux tandis que les exonucléases sont représentées par un camembert. Ces RNases 
permettent à la bactérie de s’adapter face aux différents stress (phase stationnaire / chocs 
thermique, oxydatif, osmotique, acide / formation de biofilms / interactions bactérie - cellule 
hôte,...). (d’après Barria et al., 2016) 
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 De nombreux stress sont rencontrés par les bactéries, le tableau 5 présente une liste de 
certains stress étudiés dans lesquels les RNases sont impliquées dans un but de régulation afin 
que la bactérie puisse s’adapter à ces conditions de stress. 
Par exemple, chez B. subtilis, lorsque ce dernier est soumis à un choc thermique avec 
augmentation de la température, la croissance cellulaire s’en trouve augmentée. Il faut donc 
que cette croissance soit limitée afin de préserver assez de ressources énergétiques pour les 
cellules. Dans ce cas-là, il existe un système toxine – antitoxine de type I72. Ce système code 
pour une toxine et une antitoxine qui dans ce cas-ci est un petit ARN, nommé SR4 
complémentaire de l’ARNm codant la toxine. Cette toxine provoque la lyse cellulaire. Il a été 
montré que la RNase Y va, en condition de choc thermique, dégrader l’ARN antisens SR4 
afin que l’ARNm codant la toxine puisse être traduit. Ce qui va provoquer la lyse cellulaire et 
limiter la croissance cellulaire. A l’inverse, lorsque la lyse cellulaire n’est pas nécessaire il 
faut la stopper. La RNase III est impliquée dans la dégradation des duplex ARNp-ARNm des 
systèmes toxine – antitoxine chez B.subtilis. D’ailleurs cette RNase est essentielle chez B. 
subtilis car elle protège de la lyse cellulaire
68
. 
 Le stress oxydatif est aussi la cause de nombreux dommages au niveau des ARN. 
Chez E. coli, en absence de la PNPase (souche Δpnp), il y a une accumulation des ARN 
endommagés par le peroxyde d’hydrogène (H2O2). La viabilité cellulaire est restaurée 
lorsqu’un plasmide contenant le gène de la PNPase (pnp) est inséré chez la bactérie68. 
 Lors d'un choc osmotique, il y a transcription du gène proU, qui code pour 
transporteur membranaire d'osmoprotectants (glycine, bétaïne, proline). Il a été montré que la 
RNase III mature ce transcrit
68
. 
En conclusion, les RNases ont un rôle primordial dans la régulation de l’expression 
des gènes au niveau post-transcriptionnel, qui permet aux bactéries de s’adapter aux milieux 
dans lesquels elles vivent. La comparaison des deux bactéries, E. coli et B. subtilis, montre 
une évolution convergente au niveau du processus de dégradation des ARNm. En effet, 
l’initiation de la dégradation des ARNm et les étapes suivantes aboutissant à la dégradation 
complète d’un ARNm sont très similaires. Bien que les enzymes impliquées dans ce 
processus soient différentes, elles partagent les mêmes propriétés catalytiques (tableau 6). 
C'est le cas des RNases E, J et Y. Maintenant nous allons voir que ces enzymes sont 
différentes au niveau des domaines dont elles sont constituées, malgré cela, elles possèdent 
des similarités structurales 
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Tableau 6: Caractéristiques des trois endonucléases principales présentes chez les bactéries : 
les RNases E, J et Y 
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Figure 19 : A. Schéma de l'organisation de la RNase E en deux domaines : le domaine 
catalytique en N-terminal (1-529) et le domaine d'ancrage des partenaires en C-terminal (529-
1061). (D'après Callaghan et al., Nature, 2005). B. Structure cristallographique du domaine 
N-terminal de la RNase E (1-529) en interaction avec un ARN 10-mer. (1) Représentation 
schématique en ciseaux de la RNase E. (2) Structure quaternaire de l'homotétramère, avec un 
protomère (bleu) en interaction avec l'ARN (vert). (3) En haut, rotation à 90° à l’horizontale 
montrant une vue du dessus et en bas rotation de 90° à la verticale montrant une vue de côté 
de l'homotétramère. C. Dimérisation du protomère A avec le protomère B via un ion Zn
2+
 
coordonné par deux cystéines du protomère A et deux cystéines du protomère B (d'après 
Callaghan et al., 2005) 
A                                                            
 
 
 
 
B 
 
    (1)        (2)                                                            (3) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                   C 
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II. Aspects structuraux des ribonucléases d’Escherichia coli et de 
Bacillus subtilis 
II.A. Les RNase E et J, deux enzymes possédant des similitudes structurales 
i. Organisation structurale de la RNase E: un domaine catalytique en N-terminal 
 La RNase E est une grosse protéine, dont un monomère est constitué de 1061 acides 
aminés (masse moléculaire de 118 kDa)
26
. Cette enzyme est constituée de deux parties 
principales (Figure 19A). La partie N-terminale catalytique (1-529) est structurée globulaire et 
très conservée chez les bactéries
26,73
. La partie C-terminale (529-1061) est, quant à elle, peu 
structurée et très peu conservée chez les bactéries
74
. Cette partie de la protéine permet 
l'ancrage des partenaires que sont la PNPase, l'énolase et l'hélicase d'ARN RhlB
75
. Ce 
complexe macromoléculaire de dégradation des ARNm est appelé dégradosome. Des 
structures cristallographiques de la partie N-terminale (1-520) ont été résolues sous forme 
libre (Apo)
76
 et complexée (Holo)
26
. La structure du domaine catalytique (1-529) de la RNase 
E, en interaction avec un ARN 10-mer, résolue en 2005 à 2,9 Å de résolution, a révélée que la 
RNase E est organisée sous forme d'un homotétramère (dimère de dimère) (Figure 19B). 
L'organisation de cette structure quaternaire peut être représentéee par deux paires de ciseaux 
dos à dos organisés en tandem. (figure 19B). La partie catalytique (1-529) est constituée de 
deux domaines : le grand domaine (1-400) et le petit domaine (415-520). Entre ces deux 
domaines, un motif conservé CPxCxGxG, contenant deux cystéines, permet de lier  un cation 
Zn
2+
 (Figure 19C).  Ce Zn
2+
 est coordonné par les deux cystéines d’un protomère (A) et les 
deux cystéines d'un autre protomère (B) permettant leurs dimérisation (figure). Le grand 
domaine est subdivisé en quatre sous domaines : le sous-domaine RNase H (1-35 et 215-279) 
ayant un rôle structural uniquement ; le sous-domaine DNase I (280-400) contenant un cation 
bivalent Mg
2+
 et portant l'activité catalytique ; les sous-domaines 5' senseur (119-224) et S1 
(36-118)  permettant, respectivement, la liaison et l'orientation du substrat pour le clivage 
(figure 20A). 
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Figure 20: A. Organisation schématique de la partie catalytique de la RNase E. Le grand 
domaine et le petit domaine sont liés par le domaine à Zn. B. Vue du dessus d'un des deux 
dimères de la RNase E en interaction avec l'ARN 10-mer. Cet ARN est en contact avec les 
sous-domaines 5' senseur et S1, mais également avec les sous-domaines RNase H et DNase I. 
Les cations bivalents Zn
2+
 pour la dimérisation et Mg
2+
 pour la catalyse sont représentés par 
une sphère grise ou violette, respectivement. C. Modèle du mécanisme catalytique de la 
RNase E dit de "tapette à souris" montrant la communication entre le sous domaine 5' senseur 
et le site catalytique. (d'après Callaghan et al., 2005) 
 
 
 
A 
 
 
 
B 
 
 
 
 
 
 
 
C 
59 
 
 La structure révèle que chaque molécule d'ARN est liée par les sous-domaines 5' 
senseur et S1 d'un protomère (B) et par le sous-domaine DNase I du protomère (A). Ainsi, au 
sein du dimère, un protomère va effectuer la liaison et l'orientation du substrat tandis que 
l'autre protomère va permettre le clivage grâce au domaine DNase I (figure 20C). Un modèle 
du mécanisme catalytique par un dimère de RNase E a donc été proposé. Dans ce mécanisme, 
l'extrémité 5' monophosphate de l'ARN va se lier au domaine 5' senseur, induisant un 
changement conformationnel du sous-domaine S1 lui permettant de fixer l'ARN. Cette 
fixation oriente le substrat pour le clivage au niveau de l'ion Mg
2+
 du domaine DNase I (figure 
20C). Au niveau moléculaire, le mécanisme consisterait en une attaque nucléophile du 
phosphate scissible par un groupe hydroxyle (HO
-
) fourni par une molécule d'eau coordonnée 
par l'ion Mg
2+
. Les groupes carboxylates des aspartates 303 et 346 pourraient servir de base 
générale pour activer la molécule afin de réaliser cette attaque nucléophile. Cette première 
structure cristallographique a donc permis de formuler une première hypothèse quant au 
mécanisme catalytique mais également de confirmer la préférence de la RNase E pour les 
ARNm possédant une extrémité 5' monophosphate.  
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Figure 21: A. Comparaison de l'organisation quaternaire de la RNase E dans sa forme 
complexée (Holo) et libre (Apo). Les protomères sont représentés en bleu, vert, jaune et rose. 
Deux protomères (bleu et vert) forment un dimère et deux autres protomères (rose et jaune) 
forment l'autre dimère. Le tétramère de RNase E a une symétrie de type D2 dans la structure 
complexée, mais dans la structure libre une inclinaison du tétramère de 40° casse cette 
symétrie. B. Modèle du mécanisme de reconnaissance du substrat par un protomère de RNase 
E . A. En absence d'ARN, le protomère est en conformation ouverte. Les sous-domaines S1 et 
5' senseur sont fortement exposés au solvant, permettant la fixation du substrat. Après liaison 
de l'ARN, le 5' senseur va lier le 5' monophosphate et le sous-domaine S1 se lie à l'ARN. 
Puis, les deux sous-domaines liant l'ARN se déplacent d'un bloc afin de rapprocher le substrat 
du domaine DNase I pour le clivage (d'après Koslover et al., 2008) 
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 En 2008, une deuxième structure catalytique de la RNase E, sous forme libre, à 3,3 Å 
de résolution 
76
, a permis de montrer que des changements conformationnels ont lieu lors de 
la liaison du substrat. En effet, la comparaison des structures libre et complexée montre une 
torsion de 45° de l'interface entre les deux dimères (interface isologue), ce qui engendre un 
mouvement de rotation d'environ 40° pour le tétramère au niveau de l'interface hétérologue. 
Les changements conformationnels observés dans la structure quaternaire sont donc dus à un 
changement d'orientation du petit domaine par rapport au grand domaine et la région de 
coordination du Zinc n'est pas altérée (figure 21A). Il y a également des changements 
conformationnels au niveau des sous domaines du grand domaine: S1 et 5' senseur (figure 
21B).  Lors de la liaison du substrat, les sous domaines 5' senseur et S1 sont déplacés d'un 
angle de 60° permettant de passer à la conformation fermée. (figure 21B). Ce mouvement 
permet de rapprocher le domaine 5' senseur du domaine catalytique DNase I. Ainsi, cette 
structure de la RNase E libre a permis d'affiner le premier modèle proposé du mécanisme 
catalytique dans lequel la fixation du substrat au 5' senseur induisait un changement 
conformationnel du sous-domaine S1 lui permettant d'interagir avec l'ARN. Pour finir, il a été 
supposé que la grande flexibilité de l'homotétramère au niveau de l'interface hétérologue 
permettrait le clivage d'ARNm hautement structuré dans la région 5'UTR, même en présence 
d'une extrémité 5'-trisphoshate. Mais le détail de la catalyse reste encore à étudier.  
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Figure 22: A. Organisation schématique de la RNase J de Thermus thermophilis B. 
Organisation en deux domaines structuraux de la RNase J et topologie des structures 
secondaires. Les brins β sont représentés par des flèches et les hélices α par des cylindres 
(d'après Li de la Sierra-Gallay et al., 2008) 
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ii. La RNase J, une dualité fonctionnelle expliquée par sa structure 
 Comme nous l'avons mentionné précédemment, la RNase J est la première RNase 
possèdant une double activité (5'exo/endo) à avoir été découverte
77
. De plus, c'est la première 
RNase portant une activité 5'-exoribonucléase découverte chez les bactéries. La RNase J 
possède un homologue fonctionnel à activité 5'-exoribonucléase chez les procaryotes, Xrn-
1
78
. Deux structures de la RNase J  de Thermus thermophilus (T. thermophilus), une bactérie à 
Gram-négatif, ont été résolues par cristallographie : Une en complexe avec de l'uridine 
monophosphate (UMP)
19
 et une autre en présence d'un ARN 4-mer
79
.  
 La première structure a permis de mettre en évidence l'organisation oligomérique de la 
RNase J ainsi que l'organisation de ses domaines. La RNase J fait partie de la famille des 
metallo-β-lactamases. Cette famille est divisée en plusieurs sous-familles comme par exemple 
les β-CASP, dont fait partie la RNase J. Le nom β-CASP provient de membres de cette classe 
de protéines impliquées dans la réparation de l'ADN, les protéines CPSF-73, Artemis et 
Snm1/Pso2. En effet, cette famille d'enzyme regroupe à la fois des RNases mais également 
des DNases
80
. 
 
 La RNase J est constituée de trois domaines: le domaine β-CASP, le domaine β-
lactamase  possèdant l'activité catalytique et le domaine C-terminal  dont la fonction reste 
encore inconnue. On remarque que le domaine β-CASP est ancré dans le domaine β-
lactamase (figure 22A). Un connecteur relie le domaine β-CASP/β-lactamase et le domaine 
C-terminal. La RNase J de T. thermophilus possède 61% d'identité de séquence avec celle de 
B. subtilis. La RNase J de B. subtilis a une structure très proche de celle de T. thermophilus. 
La structure de la RNase J de B. subtilis a été résolue en 2011
77
. 
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Figure 23: Structure de la RNase J dans sa conformation fermée. A. structure d'un monomère 
de la RNase J. Les deux ions Zinc sont représentés par des sphères jaunes, l'ion sulfate est 
représenté sous forme bâton. B. Structure du dimère de RNase J, un monomère est représenté 
avec les mêmes couleurs qu'en A, l'autre monomère est représenté en gris. C. Liaison du zinc 
à un ion sulfate présent dans la condition de cristallisation en absence de ligand. Les ions zinc 
sont représentés par des sphères jaunes. Les liaisons hydrogènes permettant l'interaction avec 
l'ion sulfate sont représentées en traits pointillés oranges. D. Centre catalytique de la RNase J 
lié à de l'UMP. Le phosphate en 5' de l'UMP est lié par les mêmes résidus que ceux impliqués 
dans la liaison du sulfate en C. La base uridine est coordonnée par le glutamate 78 et la 
phénylalanine 240, tandis que le phosphate est tenu par la Serine 151, 340 et 374 et par 
l'histidine 372 et la glycine 375 (d'après Li de la Sierra-Gallay et al., 2008). 
65 
 
 La RNase J est organisée sous forme d'un dimère en solution via son domaine C-
terminal. Le site catalytique est constitué de deux ions Zn
2+
 coordonnés par 5 histidines et 2 
aspartates. Ces deux ions sont enfouis entre les domaine β-CASP et β-lactamase19.  
 Dans cette première structure en complexe avec l'UMP, le nucléotide présent dans la 
poche de liaison du 5'-monophosphate est localisé à un nucléotide de distance du site 
catalytique. Cette position de l'UMP est concordante avec la translocation de l'ARN d'un 
nucléotide nécessaire pour l'activité éxonucléase (figure 23D) 
 L'arrangement spatial de la poche de liaison du nucléotide en position 5' exclut la 
possibilité de liaison d'un nucléotide triP, ce qui explique la préférence de la RNase J pour les 
substrats ayant une extrémité 5'-monoP (figure 23D). La structure liée à l'UMP présente une 
conformation fermée qui ne peut pas lier une molécule d'ARN. Une structure de la RNase J en 
complexe avec l'ARN est nécessaire pour comprendre comment se fait la liaison de l'ARN et 
expliquer le mécanisme catalytique. Dans la structure de l'enzyme libre un ion sulfate occupe 
la même position que le monoP de l'UMP au niveau de la poche de liaison (figure 23C). 
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Figure 24: A. Comparaison des formes fermée (gris) et ouverte (colorée) d'un monomère de 
la RNase J avec le domaine β-CASP en violet, le domaine β-lactamase en vert, le linker en 
bleu et le domaine C-terminal en violet. L'ARN 4-mer est représenté en jaune sous forme 
bâton et les ions Zinc par des sphères oranges. Les flèches bleues indiquent les mouvements 
des domaines β-CASP et C-terminal par rapport au domaine β-lactamase lors de la liaison du 
substrat ARN. B. Visualisation de la densité électronique de l'ARN avec le squelette 
phosphate en orange et rouge et les bases en jaune (d'après Dorléans et al., 2011) 
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 Une deuxième structure de la RNase J de T. thermophilus a été résolue en présence 
d'un ARN 4-mer. La superposition de cette structure avec celle en complexe avec l'UMP 
montre certains changements conformationnels (rmsd 1,9 Å)
79
. 
 Les rmsd sont de 2,3; 1,1 et 1,3 Å pour les domaines β-CASP, β-lactamase et C-
terminal. Le changement de conformation principal a lieu au niveau du domaine β-CASP 
impliqué dans la liaison du substrat (figure 24A). En effet, les domaines β-CASP et β-
lactamase s'éloignent d'un angle de 4° permettant de créer un tunnel pour la fixation d'un 
ARN simple brin. La taille de cette poche dans la conformation ouverte reflète bien la 
préférence de la RNase J pour les ARN simple brin. La densité électronique est de moins 
bonne qualité pour les bases que pour le squelette phosphate de l'ARN, ce qui suggère une 
plus grande flexibilité des bases. La RNase J se lie au squelette phosphate de l'ARN puisque 
c'est une exonucléase d'ARN simple brin, non spécifique de la séquence de son substrat. 
 Cette structure en interaction avec un ARN 4-mer dans une conformation ouverte 
montre que le tunnel de liaison à l'ARN se prolonge au-delà du site catalytique représenté par 
le Zn et la poche de liaison du 5' monophosphate (figure 24A et B). Plusieurs résidus chargés 
positivement sont présents dans cette extension du tunnel et pourraient lier un ARN dont 
l'extrémité 5' aurait dépassée la poche de liaison du phosphate et le site catalytique.  
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Figure 25: A. Représentation des trois tunnels présents dans un monomère de RNase J. Le 
domaine β-lactamase est représenté en vert, le domaine β-CASP en violet, l'ARN en rouge et 
les tunnels en jaune. B. Représentation de la surface électrostatique dans la même orientation 
qu'en (A). Les charges positives sont en bleu et les négatives sont en rouge. L'ARN est 
représenté en jaune. Les tunnels de liaison de l'ARN et le tunnel proposé pour la sortie des 
nucléotides sont indiqués par des flèches. C. Même représentation avec un ARN possédant 
deux nucléotides supplémentaires modélisés en orange au sein du tunnel proposé pour le 
clivage endonucléolytique. D. Vue de la surface du dimère de la RNase J. Les domaines β-
lactamase de chaque monomère sont en vert, les domaines β-CASP en violet, les domaines C-
terminal en rose et les linker en bleu, l'ARN est en rouge (d'après Dorléans et al., 2011). 
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 Les auteurs ont modélisé deux nucléotides supplémentaires en 5' de l'ARN 4-mer afin 
de voir comment un ARN plus long pourrait se loger dans ce tunnel (figure 25C)
79
. Pour le 
moment, il n'est pas encore compris comment l'ARN acquiert l'accés à ce tunnel lorsque 
l'enzyme est en mode endonucléase. 
 Pour finir, l'enzyme ne possède qu'un seul site catalytique, ce qui suggère que les 
clivages exonucléolytique et endonucléoytique sont catalysés par ce même site. L'hypothèse 
sur le fonctionnement endonucléase de cette enzyme est que la RNase J va fixer un ARN 5' 
triphosphorylé au dela du site catalytique en passant par le tunnel endo (figure 25A). 
L'enzyme va effectuer le clivage endonucléolytique sur cet ARN et une fois le clivage 
effectué l'enzyme va passer en mode exonucléolytique afin de commencer la dégradation 
processive du substrat
79
. 
 Cette hypothèse est valable pour l'opéron trp qui est clivé de façon endonucléolytique 
par la RNase J puis ensuite dégradé par son activité exonucléase (figure partie I). De plus, il 
est possible que la RppH de B. subtilis (BsRppH) découverte récemment, puisse également 
déphosphoryler l'ARN afin de permettre directement une dégradation par l'activité 
exonucléase de la RNase J
63,64,67
. 
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Figure 26: Comparaison des structures d'un monomère de la RNase J de T. thermophilus (à 
gauche) et de la RNase E d'E. coli (à droite). a. Comparaison des surfaces électrostatiques des 
deux enzymes. L'UMP et l'ion Mg
2+
, présents respectivement dans les sites catalytiques de la 
RNase J et E, sont indiqués. b. Topologie du domaine C-terminal de la RNase J et du petit 
domaine de la RNase E. Ces deux domaines présentent la même architecture (trois brins β 
avec deux hélices α) (d'après Li de la Sierra-Gallay et al., 2008). 
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iii. La RNase J possède une structure homologue à celle de la RNase E 
 Malgré leur l'absence d'homologie de séquence, les RNases J et E présentent des 
similitudes structurales. Nous avons déjà dit qu'elles possèdent la même spécificité de clivage 
endonucléolytique, au niveau de séquences riches en nucléotides AU et qu'elles préfèrent les 
ARN simple brin
36,47
. Par exemple, ces deux enzymes clivent le transcrit thrS au niveau du 
même site
42
. 
 Premièrement, les deux enzymes ont la même forme globale, avec une distribution des 
charges électrostatiques en surface très similaires entre les deux enzymes (figure 26a). Enfin, 
le domaine C-terminal de la RNase J est constitué de trois brins β et de deux hélices α, 
architecture que l'on retrouve dans le petit domaine de la RNase E (figure 26b). Ces domaines 
semblent être impliqués dans la même fonction: le petit domaine de la RNase E permet 
l'association des deux dimères pour former l'homotétramère et le domaine C-terminal de la 
RNase J est également impliqué dans la dimérisation. 
 
 La similitude structurale des RNase J et E dont les séquences ne sont pas homologues 
indique que le mécanisme de dégradation des ARNm a subi une évolution convergente. Les 
mécanismes de catalyse sont les mêmes malgré que les domaines de liaison du substrat et 
catalytique soient complètement différents: la RNase J appartient à la famille des metallo-β-
lactamase avec un domaine β-CASP, tandis que la RNase E est une hydrolase avec un 
domaine DNAse I.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
72 
 
 
 
 
 
Figure 27: Purification du dégradosome et analyse sur gel SDS-
PAGE. Les colonnes 1, 2 et 3 correspondent respectivement à 
l'expression dans des BL21(DE3) du plasmide pET11a seul 
(contrôle), du plasmide contenant l'hélicase RhlB (p50) et du 
plasmide contenant l'énolase (p48). La colonne 4 correspond à la 
reconstitution du dégradosome après passage sur colonne 
d'exclusion de taille (SP-Sepharose) (d'après Py et al., 1996) 
 
 
 
 
 
 
 
Tableau 7 : Résumé des zones d'interactions de la RNase E avec ses partenaires déterminés 
par Vanzo et al., 1998. 
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II.B. Un complexe multiproétique macromoléculaire de dégradation des 
ARNm chez E. coli, le dégradosome 
i. Découverte et caractérisation du complexe 
 Le dégradosome est le nom donné au complexe de dégradation des ARNm chez les 
bactéries. Il a été découvert en 1994 dans deux laboratoires différents. Les équipes d'Henry 
Krisch et Christopher Higgis ont toutes deux montré une interaction entre la RNase E et la 
PNPase par copurification et immunoprécipitation
81,82
. Deux ans plus tard, il a été montré  par 
coimmunopurification qu’une hélicase à ARN appelée RhlB faisait aussi partie de ce 
complexe
65
. Cette hélicase s'est révélée être indispensable à l'activité exoribonucléolytique de 
la PNPase pour la dégradation des structures secondaires au sein des ARN
65
. C'est également 
dans cette même étude, par la même méthode, que l'énolase, une enzyme impliquée dans le 
métabolisme des sucres (glycolyse), a été identifiée comme interagissant également avec la 
RNase E . Le rôle de l'énolase au sein du dégradosome reste encore inconnu. 
 
 Après avoir identifié les partenaires de la RNase E (PNPase, l'hélicase d'ARN RhlB et 
l'énolase), il était important de déterminer les zones d'interactions avec ces partenaires au sein 
de la séquence de la RNase E. C'est l'équipe d'Agamemnon Carpousis, en 1998, qui a 
déterminé que la partie C-terminale de la RNase E était la région impliquée dans les 
interactions avec les partenaires
75
. Pour cela, ils ont combiné diverses méthodes. Ils ont utilisé 
la méthode de Far-Western blot permettant de détecter des interactions protéine-protéine par 
immunoblot, mais ils ont également utilisé  la technique de double-hybride (annexe 1) chez la 
levure ainsi que la coimmunopurification. Pour cela ils ont réalisé diverses constructions de la 
RNase E en déletant certaines parties de la protéine, afin de déterminer grossièrement les 
zones impliquées dans les interactions avec chacuns des partenaires (Figure 28A). 
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Figure 28: A. Constructions réalisées pour le Far-Western blot et exprimée avec le plasmide 
pET11a chez des BL21 (DE3). B. Far-Western blot des diverses constructions réalisées. 
Après transfert sur membrane, cette dernière est incubée avec une solution de RhlB puis 
l'interaction avec les diverses constructions de la RNase E est détectée à l'aide d'un anticorps 
anti-RhlB. La détection de RhlB est montrée par une flêche noire. C. Constructions réalisées 
pour la coimmunopurification et exprimée avec le plasmide pAM chez la souche PBRN1. D. 
Résultats d'interactions de la RNase E avec ses partenaires par double-hybride chez la levures. 
Pour cela trois constructions de la RNase E ont été créées : RNase E amino-terminale (1-528), 
centrale (500-752) et amino-terminale (734-1061). E. Résultats de coimmunopurification 
vérifiées par Western-blot par utilisation d'anticorps anti-PNPase, anti-énolase et anti-RhlB. 
(d'après Vanzo et al., 1998) 
A                                                                     B                      
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 Dans le cas de la méthode de Far-western blot, plusieurs constructions ont été utilisées 
afin de déterminer la zone d'interactions avec l'hélicase RhlB (Figure 28A). Dans cette 
technique, les diverses constructions de la RNase E sont déposées sur gel d'acrylamide 
dénaturant et transférées sur membrane de nitrocellulose, cette membrane est ensuite incubée 
avec l'hélicase sous forme native puis l'hélicase est détectée avec de anticorps anti-hélicase 
RhlB. Ils ont constaté que l'hélicase interagit avec la région centrale de la RNase E, en 
limitant cette zone d'interaction entre les acides aminés 628 à 843 (Figure 28B). 
 Ensuite, d'autres constructions ont été réalisése afin de déterminer les interactions avec 
les autres partenaires, enolase et PNPase, par coimmunopurification  (Figure 28C). Dans cette 
technique, les auteurs ont utilisé des anticorps anti-RNase E afin de purifier les complexes 
pour chaque construction. Ensuite les interactions sont détectées par Western blot (figure 
28E) en utilisant des anticorps contre chaque partenaire (anti-PNPase, anti-RhlB et anti-
enolase). Pour la PNPase, l'interaction est détectée sauf avec les constructions Rne∆10 et 
Rne∆11, ce qui a permis de montrer que la zone d'interaction pour la PNPase est présente 
dans la partie C-terminale de la RNase E, dans les 217 derniers acides aminés (Tableau 7).  
 Ensuite, pour l'énolase l'interaction avec la RNase E a d'abord été détectée par double 
hybride avec la partie C-terminale de la RNase E uniquement (acides aminés 734 à 1061), 
mais cette interaction est également détectée en coimmunopurification avec les constructions 
Rne∆10 et Rne∆12, et l'on perd l'interaction avec les délétions courtes Rne∆16 et Rne∆18, ce 
qui a permis de montrer que la partie 734 à 845 contient le site d'interaction avec l'énolase 
(figure 28E). La méthode par double hybride a également permis, pour l'hélicase RhlB, de 
restreindre le site d'interaction pour RhlB aux acides aminés 734 à 752 (Figure 28D). Puis par 
coimmunopurification, on constate que pour la construction Rne∆16 que l'interaction est 
conservée, tandis qu'elle est perdue pour la construction Rne∆18, ce qui a permis de montrer 
que les acides aminés importants pour l'interaction avec RhlB est un segment allant de 734 à 
738 (figure 28E). Les interactions avec la PNPase et l'énolase n'ont pu être détectées par la 
méthode de Far-Western car, comme nous allons le voir par la suite, ces zones d'interactions 
sont de courts segments structurés, (hélice α et brin β), dont la structure est perdue en gel 
d'acrylamide dénaturant. Pour conclure, après cette étude, il fut claire que la partie C-
terminale de la RNase E est la zone impliquée dans les interactions avec les partenaires. Les 
sites d'interactions précis restant encore un peu flous.  
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Figure 29: A. Prédiction du désordre au sein de la séquence de la RNase E (1-1061) par le 
prédicteur de désordre PONDR. Les zones déstructurées sont au-desus de la ligne horizontale. 
B. Séquence primaire du domaine CTD de la RNase E (500-1061). Les résidus prolines 
(Cyan), arginines (Bleu), glycines (Jaune) et glutamates (rouge) sont surlignés afin de mettre 
en évidence leurs fortes présences au sein du domaine CTD. C. Prédiction des structures 
coiled-coil au sein de la séquence de la RNase E. Prédiction faite à partir du serveur COILS. 
(d'après Callaghan et al., 2004) 
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ii. Caractérisation du domaine C-terminal intrinsèquement désordonné de la RNase E 
 En 2004, l'équipe de Ben Luisi a étudié les domaines N-terminal (NTD) et C-terminal 
(CTD) de la RNase E afin de déterminer précisément les acides aminés impliqués dans les 
interactions avec les partenaires du dégradosome
83
. Tout d'abord, une analyse in silico de la 
séquence de la RNase E par le prédicteur de désordre PONDR montre clairement que le 
domaine C-terminal est déstructuré par rapport au domaine N-terminal (figure 29A) qui lui est 
prédit pour être structuré. De plus, une analyse par le serveur COILS montre qu'une partie du 
domaine CTD, acides aminés 633-662 et 685-712, est prédit pour se structurer en domaine 
coiled-coil, cette région est notée segment B (figure 29C). Cette région se superpose avec le 
domaine d'interaction avec l'ARN (RBD, RNA binding domain). Il a donc été supposé que ce 
domaine coiled-coil serait impliqué dans l'interaction avec l'ARN. De plus, cette analyse a 
également révélé que ce domaine CTD est très riche en acides aminés Arg, Glu, Pro et Gly, 
des acides aminés que l'on trouvent en abondance dans les protéines intrinsèquements 
désordonnées (figure 29B), ce qui est en accord avec la prédiction du désordre de ce domaine 
(figure 29A). Ensuite, l'analyse par PONDR a montré qu'au sein de ce domaine CTD il y 
aurait de courtes régions structurées, notées A, C et D (figure 29A), qui correspondent 
respectivement aux acides aminés 565-585, 839-850 et 1021-1061.  
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Figure 30: A. Constructions réalisées pour l'étude en SAXS du domaine C-terminal (CTD) de 
la RNase E. B. Profil de diffusion des rayons X du domaine N-terminal (1-498) en rouge et du 
domaine C-terminal en vert (6His-498-1061). La représentation de Kratky est insérée en haut 
à droite de la courbe de diffusion. C. Sites d'interactions des partenaires identifiés par 
spectrométrie de masse. Les segments A, B, C et D correspondent respectivement aux zones 
d'interaction avec l'ARN, avec l'hélicase RhlB (633-662) et l'ARN (685-712), avec l'énolase 
et la PNPase. (d'après Callaghan et al., 2004) 
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Suite à cela des constructions ont été réalisées, une du domaine NTD (1-498) et trois pour le 
domaine CTD (498-1061) (figure 30A). Les trois constructions du domaine CTD avaient 
chacunes un objectif :  
 CTD (498-1061) avec étiquette histidine en N-terminal pour l'analyse SAXS 
 CTD (498-1061) pour la détermination précise des zones interagissants avec l'énolase 
et la PNPase 
 Domaine R (628-843) pour l'analyse des interactions avec RhlB et ARN (Vanzo et al., 
1998) 
 L'analyse par diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS) du domaine CTD 
montre un profil de diffusion caractéristique d'une protéine non-structurée à en juger par le 
comportement asymptotique de la courbe issue du graphique de Krathy. A l'inverse le 
domaine NTD est très structuré et ne possède pas cette caractéristique asymptotique sur la 
représentation de Krathy (figure 30B). Cette analyse en SAXS a donc confirmé la prédiction 
de désordre faite avec le serveur PONDR, et il a été supposé que les segments identifiés pour 
être structurés au sein de ce complexe seraient potentiellement les zones d'interactions avec 
les partenaires protéiques et l'ARN. Ceci à donc été étudié pour l'énolase et la PNPase en 
utilisant la forme native du CTD (498-1061 sans étiquette). Ce domaine c'est avéré être digéré 
lors de la purification malgré la présence d'anti-protéase. Après analyse par séquençage 
amino-terminal, le domaine CTD commence à l'acide aminé 580 et non 498. Mais une 
analyse en protéolyse ménagée à également montré qu'il finissait à l'acide aminé 1038. 
 Le complexe CTD-énolase fut observé en gel filtration et il c'est avéré sensible à la 
protéolyse par la protéase K et la chymotrypsine. Après digestion, puis migration sur gel natif 
du complexe et séquençage amino-terminal, le fragment du domaine CTD lié à l'énolase 
commence à l'acide aminé 816 jusqu'à l'acide aminé 1038. Cette zone recouvre le segment C 
déterminé par le serveurs PONDR. Les auteurs ont donc créée un peptide synthétique 
correspondant au segment C (833-850). L'interaction fut analysée par spectrométrie de masse 
(Nanoflow-ESI). Le pic prédominant ayant une masse de 93 158 (± 14) Da et correspondant 
au dimère d'énolase lié à un peptide (Figure 31A). Le domaine CTD protéolysée 
naturellement (580-1038) a également été utilisé pour tester l'interaction avec la PNPase, mais 
aucun complexe n'a été observé en gel filtration. Il est donc possible que la PNPase 
interagisse avec la partie digérée se situant après l'acide aminé 1038 et correspondant au 
segment D prédit pour être structuré. 
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Figure 31: Étude par spectrométrie de masse (Nanoflow-ESI) des interactions. A. Spectre de 
masse ESI de l'énolase seule (noire - série A) et en complexe avec le peptide (833 - 850) 
(rouge), la série B (majoritaire) correspond au dimère d'énolase en interaction avec le peptide 
(un peptide MMthéo = 2042  Da) et la série C (minoritaire) correspond au dimère d'énolase en 
interaction avec deux peptides. B. Spectre de masse ESI de la PNPase seule (noire - série A) 
et en complexe avec le peptide (1021 - 1061) (rouge). Les série B et C correspondent 
respectivement à l'homotrimère de PNPase en interaction avec trois et quatre peptides (un 
peptide MMthéo = 4333 Da. La série D correspond à un dimère de trimère de la PNPase en 
interaction avec six peptides. C. Spectre de masse ESI de RhlB seule (noire - série A) et en 
complexe avec le domaine R (rouge). La série B correspond au domaine R seul (MMthéo = 28 
822 Da) et la série C correspond au complexe RhlB - domaine R (d'après Callaghan et al., 
2004) 
 
Figure 32: Gel retard (EMSA) du domaine CTD 
et R en présence de l'ARNr 7S. Le complexe est 
formé, pour chaque domaine, en présence d'un 
compétiteur, un ARN de levure. Les complexes 
sont annotés sur le gel par les numéros 1° et 2°, 
correspondant respectivement à deux complexes 
formés avec l'ARNr 7S par chaque domaine. Le 
complexe 1° se forme même en présence de 5 à 
10 excès de l'ARN de levure. 
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 Un peptide synthétique (1021-1061) fut donc créé afin de mettre en évidence 
l'interaction. Cette interaction, analysée par spectrométrie de masse (Nanoflow-ESI), montre 
la présence d'un pic prédominant (Figure 31B, pic B) avec une masse exacte de 249 041 (± 
36) Da. Cette masse correspond donc a l'homotrimère de la PNPase lié à trois peptides. 
Chaque monomère de PNPase lie donc un peptide (figure 31B). Enfin, le domaine R (628-
843) a été utilisé pour étudier l'interaction avec l'hélicase RhlB. Cette interaction a également 
été analysé par spectrométrie de masse (Nanoflow-ESI) et un pic majoritaire a été détecté 
avec une masse de 76 763 (± 13) correspondant au monomère de RlB lié au domaine R 
(figure 31C). Des expériences d'activités ont également montré que l'hélicase RhlB était 25 
fois plus active en complexe avec le domaine R. Cette interaction protéine - protéine a donc 
un effet stimulateur sur l'activité d'RhlB. Ce qui a confirmé une étude précédemment faite sur 
ce même domaine en interaction avec RhlB par Vanzo et al., 1998. De plus, une étude par CD 
a montré qu'aucun changement structural n'avait lieu au niveau du domaine R après 
interaction de l'hélicase. Enfin, il a également été montré que les interactions de l'énolase et de 
la PNPase avec la RNase E n'avaient aucuns effets sur leurs activités. 
 Cette étude à permis de restreindre les zones d'interactions, pour l'énolase et la 
PNPase, au sein du domaine CTD de la RNase E. En effet, ces zones correspondent 
respectivement à deux peptides de 18 et 40 acides aminés. De plus, cette étude a permis de 
déterminer la stœchiométrie des complexes et montre que l'activité de l'hélicase d'RhlB est 
stimulée lorsqu'elle est en interaction avec le domaine R. De plus, cette étude montre 
également que le domaine CTD lie l'ARN, ainsi que le domaine R qui contient le domaine 
d'interaction avec l'ARN riche en arginine (AR2) ainsi que le site d'interaction à l'hélicase. On 
peut donc supposer que la présence de l'hélicase au sein du dégradosome permet d'éliminer 
les structures secondaires afin de faciliter la dégradation de l'ARN. Pour finir, au sein du 
domaine CTD de la RNase E, il y a deux domaines d'interactions avec l'ARN, le RBD (RNA 
binding domaine) et le domaine riche en arginine (AR2). 
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Figure 33: A. Structure cristallographique de l'énolase en interaction avec le peptide de la 
RNase E (833-850) représenté en vert. Les sphères rouges représentent les ions Mg
2+
 présent 
au niveau des sites actifs. B. Vue du dessus du dimère d'énolase en interaction avec le peptide. 
En bas à gauche, la surface électrostatique de l'énolase avec le sillon d'interaction chargé 
positivement, et en bas à droite le peptide dont la surface électrostatique est négative. C. 
Alignement de séquence du domaine CTD de la RNase E chez différentes γ-Protéobactéries. 
Le segment surligné en rouge correspond à la zone prédite pour former une structure 
secondaire et le segment surligné en jaune est celui utilisé pour l'alignement avec BLAST 
(d'après Chandran et Luisi, 2006). 
A                                                  B      
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iii. Structures cristallographiques de la PNPase et de l'énolase en interaction avec les 
microdomaines du domaine C-terminal de la RNase E 
Structure de l'énolase en interaction avec son microdomaine (833-850) 
 L'énolase est un enzyme présente au sein des organismes des trois domaines du 
vivants. Elle intervient dans la voie métabolique appelée la glycolyse, en effet, elle catalyse la 
réaction d'interconversion du phosphoénolpyruvate en 2-phospho-D-glycérate
84
. La glycolyse 
est une voie métabolique importante car elle permet, par le catabolisme du glucose, la 
production d'ATP qui fournit l'énergie nécessaire à de nombreux processus biochimiques dans 
la cellule. 
 Cette protéine de 48 kDa forme un dimère et 1/10ème de l'énolase présente chez E. 
coli est séquestrée au sein du complexe du dégradosome. La structure de l'énolase en 
interaction avec le peptide de la RNase E (833-850) a été résolue par cristallographie aux 
rayons X à 1,6 Å de résolution
85
. Cette structure à permis de montrer, dans un premier temps, 
comment se faisait cette interaction et de valider la prédiction de désordre faite par PONDR 
sur le domaine CTD de la RNase E
83
. En effet, le peptide de la RNase E cristallisé avec 
l'énolase était prédit pour être structuré et on constate que ce peptide forme une petite hélice α 
(figure 32A). Cette interaction a lieu à l'interface de dimérisation de l'énolase, très éloignée du 
site actif, ce qui explique pourquoi l'interaction de l'énolase avec la RNase E n'impacte pas 
l'activité de l'énolase
83
.  
 Pour le moment le rôle précis de l'énolase au sein d'un complexe de dégradation des 
ARNm reste encore imprécis, mais il a été montré que les acides aminés du site de fixation de 
l'énolase chez la RNase E sont très conservés chez la plupart des γ-Protéobactéries85. Ce qui 
laisse supposer que cette enzyme est également présente au sein du dégradosome d'autres 
bactéries. Un alignement a été réalisé avec différentes RNase E appartenant à diverses γ-
Protéobactéries et on constate que le site d'interaction est conservé chez certains pathogènes 
comme Yersinia pestis, Salmonella typhimurium, Shigella flexneri,... De plus lorsque 
l'interaction de l'énolase avec la RNase E est perturbée, cela a des conséquences sur la 
dégradation des ARNm codant pour des enzymes impliquées dans le métabolisme 
énergétique. Il est supposé que l'énolase aurait un rôle de régulation et ferait le lien entre le 
métabolisme des sucres et celui des acides nucléiques. Il serait donc intéressant de regarder 
qu'elle effet aurait cette perturabtion de l'interaction chez certaines bactéries pathogènes. 
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Figure 34: A. Organisation des domaines de la PNPase (PH' = RNase PH1, PH = RNase 
PH2). B. Structure cristallographique de l'homotrimère de la PNPase en interaction avec le 
microdomaine représenté en rouge. C. En haut, visualisation de l'interaction du microdomaine 
avec le feuillet β du domaine RNase PH1. En bas, comparaison de l'interaction du 
microdomaine de la RNase E avec la PNPase et de l'interaction Rrp45-Rrp46 au niveau de 
l'éxosome humain (d'après Nurmohamed et al., 2009)) D. Comparaison de la structure de la 
PNPase avec celle de l'exosome humain (d'après Lykke-Andersen et al., 2009). 
A     
 
 
B                                               C  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                   D                                 
85 
 
Structure de la PNPase en interaction avec son microdomaine (1021-1061) 
 La PNPase (3'-exonucléase) est une protéine de 77kDa formant un homotrimère. 
Plusieurs structures cristallographiques de cette enzyme ont été résolues chez différents 
organismes (Streptomyces antibioticus, E. coli, Coleobacter crescentus et Homo sapiens)
31,86–
88
. La PNPase est présente chez toutes les bactéries mais égalment au niveau des organelles 
des eucaryotes (mitochondrie et chloroplaste)
30
. Ces structures révèlent que l'organisation 
générale de l'enzyme est conservée. Une de ces structures a également été résolue avec un 
ARN, ce qui a permis d'obtenir des informations sur le mécanisme de cette enzyme. Le 
trimère forme un anneau compacte avec au centre un tunnel par ou passe l'ARN et dans lequel 
est présent le site catalytique. La PNPase est constituée de deux domaines RNase PH (PH1 et 
PH2), seul le domaine PH2 est actif. Ensuite, il y a également un domaine KH et un domaine 
S1 qui permettent de lier l'ARN (figure 34A). La structure cristallographique de la PNPase en 
interaction avec le microdomaine de la RNase E (1021-1061) a été résolue à 2,4 Å de 
résolution
89
. Dans cette structure, seul les acides 1039 à 1061 du microdomaine montraient 
une densité interprétable. Cette structure montre bien que chaque monomère de PNPase lie un 
microdomaine, ce qui correspond à la stoechiométrie déterminée par spectrométrie de masse, 
trois peptides pour un trimère de PNPase
83
. L'affinité du peptide a été mesurée par titration 
calorimétrique isotherme (ITC), cette affinité est 0,9 µM. Cette affinité n'a pour le moment 
pas été mesurée avec la RNase E entière. De plus cette interaction se fait au niveau du 
domaine RNase PH1 via des liaisons hydrogènes. L'interaction est très éloignée du site actif, 
ce qui permet de comprendre pourquoi cette interaction n'influence pas l'activité de la 
PNPase. On peut supposer que ce domaine PH1, dont l'activité n'a pas été démontrée, n'est 
peut être présent que pour effectuer cette interaction avec la RNase E. 
Le point important de cette structure est que cette interaction est très similaire à celle 
rencontrée entre les sous-unités Rrp45 et Rrp46 de l'exosome, un complexe de dégradation 
des ARNm à activité 3'-exonucléase et présent chez les cellules eucaryotes et les archées
90
. En 
effet, l'interaction du micrdomaine de la RNase E a lieu au niveau d'un feuillet β du domaine 
RNase PH1, le microdomaine a d'ailleurs une structure secondaire en brin β permettant 
l'interaction. Au niveau de l'exosome, c'est la même chose, l'interaction a lieu au niveau d'un 
feuillet β de la sous-unité Rrp45, et le domaine d'interaction de la sous-unité Rrp46 a la même 
structure secondaire que le microdomaine de la RNase E. 
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Figure 35: A. Organisation des domaines des hélicases de type DEAD et des motifs 
impliqués dans la liaison de l'ATP et de l'ARN. Ces hélicases sont constituées de deux 
domaines, un domaine RecA n°1 (N-ter) et RecA n°2 (C-ter). Le motif DEAD est impliqué 
dans la liaison de l'ATP. B. Dépliement du duplex d'ARN par l'helicase RhlB en interaction 
avec le domaine CTD 628-843 (triangles) ou 694-790 (carrés). Les mesures en pourcentage 
ont été faites à partir d'un gel retard en condition native après coloration de l'ARN. C. Activité 
3'exonucléase de la PNPase après reconstitution du mini-dégradosome contenant la PNPase, 
l'hélicase RhlB et le domaine CTD 498-1061 avec (en haut) ou sans (en bas) les domaines 
d'interactions de l'ARN.   
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iv. Les hélicases d'ARN de type DEAD-box et leurs rôles dans le dégradosome 
 Les hélicases d'ADN ou d'ARN sont connues depuis les années 80
91
. Ces enzymes 
NTP-dépendantes permettent d'éliminer les structures secondaires présentent au sein des 
ARN. Elles sont impliquées dans de nombreux processus cellulaire important comme la 
réplication et la transcrption de l'ADN, le repliement de l'ARN ainsi que la biogenèse du 
ribosome
92
. Ici, nous allons nous intéresser aux hélicases d'ARN et plus spécifiquement à 
celle impliquée dans la dégradation des ARNm. En effet, chez E. coli il a été montré qu'une 
hélicase d'ARN, RhlB, s'associe avec la RNase E dans le cadre de la formation du 
dégradosome
65
. Cette hélicase appartient à la superfamille des hélicases DEAD. DEAD 
faisant référence à un motif conservé au sein du domaine ATPase de l'enzyme (figure 35A). 
Ces hélicases sont organisées en deux domaines principaux, le domaine RecA n°1 en N-
terminale et le domaine RecA n°2 en C-terminale. RecA est une ATPase ADN-dépendant 
impliquée dans la recombinaison de l'ADN
91
.  
Tout comme la PNPase et l'énolase, l'hélicase RhlB fait partie du dégradosome d'E. coli. Il a 
été montré rapidement après la découverte du dégradosome, que cette hélicase facilite la 
dégradation des fragments d'ARN par la PNPase via l'élimination des structures secondaires
65
. 
En effet, en absence de l'hélicase, la PNPase est incapable dégrader un fragment d'ARN 
portant une structure secondaire
65
. La zone d'interaction de l'hélicase au niveau du domaine 
CTD de la RNase E est présente dans la région 628 à 843. Cette région comprend également 
deux domaines d'interactions avec l'ARN, le RNA binding domain (RBD) ainsi qu'un 
domaine riche en arginine (AR2). Des expériences de protéolyse ménagée à la trypsine, 
chymotrypsine et protéase V8 sur le complexe RhlB-RNase E(628-843) couplées à des 
séquençages amino-terminal, ont montré que le site d'interaction serait resserré aux acides 
aminés 698-762. Ce résultats a été conforté par un aligenement de séquence qui montre que 
cette région est très conservée au sein du domaine CTD de la RNase E
93
. 
De précédente étude ont montré que l'interaction de RhlB avec la RNase E stimulait son 
activité par 15
75
. D'autres études sont venues compléter celle-ci en montrant que cette 
interaction stimulait bien le dépliement de l'ARN mais qu'également les domaines 
d'interactions à l'ARN portés par le domaine CTD de la RNase E contribuaient à ce 
dépliement des structures secondaires de l'ARN. Pour cela, deux constructions du domaine 
CTD de la RNase E ont été utilisées, celle précédemment vue 628 à 843 et une autre allant de 
694 à 790, ne contenant donc pas les domaines d'interaction à l'ARN (RBD et AR2) mais 
seulement le site d'interaction à RhlB. Un duplex d'ARN a été utilisé pour cette étude. 
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Figure 36: A. Modèle de dégradation des ARNm portants des structures secondaires. (i) 
L'hélicase RhlB interagit faiblement avec l'ARN donc elle va plutôt avoir tendance à 
s'associer avec la RNase E (ii). L'ARN va ensuite se lier à la RNase E (interaction avec le 
domaine RBD ou AR2) (iii). Plusieurs cycles d'hydrolyse de l'ATP permettent aux domaines 
de RhlB d'interagir avec l'ARN et de stabiliser son interaction pendant le dépliement de 
l'ARN (iv et v). Enfin, l'ARN linéarisé va être dégradé par l'activité 3'-exonucléase de la 
PNPase ou par l'activité endonucléase de la RNase E (vi) (d'après Chandran et al., 2007). B. 
Schéma de l'organisation du domaine intrinsèquement désordonné de la RNase E (CTD) avec, 
le domaine d'interaction à la membrane (MTS, 565-585), les deux domaines d'interaction à 
l'ARN (RBD ou AR1, 604-644 et AR2, 796-814) et les domaines d'interaction avec l'hélicase, 
l'énolase et la PNPase (HBS, 719-731; EBS, 834-850; PBS, 1021-1061) (d'après Bouvier et 
Carpousis, 2011) . 
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 Il a été montré que lorsque l'hélicase est en interaction avec le domaine 628-843, et en 
présence d'ATP, que 66% de l'ARN est déplié. Contre, 4 et 8% respectivement lorsque le 
domaine 628-843 est sans hélicase et lorsque l'hélicase est seule. Ce qui montre que l'activité 
de l'hélicase est stimulée par l'interaction avec le domaine CTD (figure 35B). Ce qui avait 
déjà été prouvé
75
. 
Ensuite, lorsque l'hélicase est en interaction avec le domaine 694-790, et en présence d'ATP, 
il n'y a que 14% de l'ARN qui est déplié (figure 35B). Cette étude montre bien que les 
domaines d'interactions de l'ARN du domaine CTD de la RNase E sont importants pour 
permettre le depliement de l'ARN par l'hélicase RhlB. Ces expériences suggèrent qu'il y a une 
coopération des domaines RBD et AR2 de la RNase E et de l'hélicase pendant le processus de 
dépliement des structures secondaires portés par l'ARN. 
 Pour finir, les auteurs ont également effectué des tests d'activités sur un dégradosome 
reconstitué in vitro, en mélangeant la PNPase, l'hélicase RhlB, le domaine CTD (498-1061) 
ou ce même domaine déleté des zones d'interactions avec l'ARN (∆RBD, ∆AR2). la deletion 
des domaines d'interactions avec l'ARN n'affecte pas la formation du dégradosome (figure 
35C)
93
. En comparant les deux mini-dégradosome, les auteurs ont constaté quand absence des 
zones d'interactions avec l'ARN, la PNPase n'est plus capable de dégrader les fragments 
d'ARN. Ces expériences montre que la délétion des domaines RBD et AR2 empêche le 
depliement des structures secondaires par RhlB et donc de faciliter la dégradation de ces 
fragments d'ARN par la PNPase. Un modèle du mécanisme de dégradation des ARNm par le 
dégradosome a donc été déterminé dans lequel RhlB déplie les structures secondaires de 
l'ARN afin de faciliter la dégradation de l'ARN(figure 36A). 
 RhlB est donc une hélicase présente au sein du dégradosome, son site de fixation est 
localisé entre les deux domaines d'interactions à l'ARN (RBD et AR2). Cette enzyme est 
cruciale pour permettre la digestion des fragments d'ARN, portants des structures secondaires, 
par la PNPase. A ce jour, à l'inverse de la PNPase et de l'énolase, aucune donnée structurale 
n'a été obtenue sur RhlB seule ou en interaction avec son site de fixation sur le domaine CTD 
de la RNase E, mais son implication dans la dégradation des ARN au sein du dégradosome 
chez E. coli a été largement prouvé. Nous allons voir dans la partie suivante qu'il existe 
égalemnt un homologue de RhlB chez B. subtilis, CshA, une hélicase d'ARN appartenant à la 
même famille qu' RhlB. 
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Figure 37: A. Représentation de la RNase E en interaction avec ses partenaires (PNPase, 
hélicase et énolase) (d'après  Hardwick et Luisi, 2013). B. Microscopie à fluorescence 
montrant la localisation à la membrane de la RNase E via son domaine MTS (1-592) et en 
absence de ce domaine (1-529) la RNase E est localisée dans le cytoplasme cellulaire (d'après 
Khemici at al., 2008). C. Modèle du dégradosome dans lequel la RNase E est localisée à la 
membrane via son domaine d'interaction avec les phospholipides. Dans ce modèle, la RNase 
E est représentée avec chaque protomère interagissant avec l'ensemble de ses partenaires 
(PNPase, hélicase et énolase) (d'après Bandrya et al., 2013). D. Gel SDS-PAGE montrant la 
copurification des quatres protéines à faible et haute concentration en sel, les fractions 1 à 7 
correspondent à l'élution de la colonne de chromatographie d'exclusion de taille (Sephacryl 
S500). La RNase E et l'hélicase RhlB sont clonées dans un même plasmide, pRSFDuet-1, 
sans aucune étiquette. La PNPase et l'énolase sont clonées dans un même plasmide, pETDuet-
1, avec la PNPase portant l'unique étiquette hexahistidine en C-terminal (d'après Worrall et 
al., 2008). 
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v. Hypothèse sur l'organisation in vivo du degradosome d'E. coli 
 A l'heure actuelle, il n'exsite aucune structure cristallographique de la RNase E entière 
ou de son domaine CTD en interaction avec l'ensemble des partenaires en interactions 
(PNPase, énolase et RhlB). L'ensemble des données structurales actuelles sont représentées 
dans la figure 37A. Cependant, il a été montré que l'énolase, liée au domaine CTD (498-
1061), empêche la liaison de l'hélicase RhlB
83
. Pour autant, les partenaires sont tous 
copurifiés avec la RNase E. Cela indique que chaque protomère de RNase E ne va pas lier 
l'ensemble des partenaires. Il est possible, en considérant le tétramère de RNase E, qu'un 
protomère va lier un dimère d'énolase et qu'un autre protomère va lier la PNPase et l'hélicase.  
 De même, pour la PNPase, nous savons qu'un trimère de PNPase va lier trois peptides 
(1021-1061) de la RNase E
83
, mais dans le contexte du dégradosome aucune étude n'a encore 
été faite pour savoir si ces trois sites d'interaction au sein de la PNPase sont occupés par trois 
protomères d'un seul tétramère de RNase E ou si chaque site de liaison va lier trois tétramères 
différents de RNase E. Nous n'avons donc pour le moment aucune information quant à 
l'organisation structurale globale du dégradosome in vivo. Cependant, il a été montré en 
microscopie à fluorescence, en utilisant des formes tronquées de la RNase E (1-529 et 1-592), 
que cette dernière est localisée à la membrane via un domaine d'interaction avec les 
phospholipides présent lui aussi au sein du domaine CTD, entre les acides aminés 565 et 582 
(figure 37B)
94
. Des expériences de microscopie à fluorescence ont également montré que le 
dégradosome et en particulier la RNase E et RhlB joueraient un rôle dans l'organisation du 
cytosquelette de la bactérie
95,96
. Pour le moment, seul des modèles du dégradosome sont 
proposés, toujours en interaction avec la membrane cellulaire (figure 37A)
97
. Maintenant, 
nous manquons de preuves scientifiques pour valider ce modèle. Ce dégradosome n'a pour le 
moment été que reconstitué in vitro en co-exprimant la RNase E et ses partenaires à l'aide des 
plasmides pRSFDuet-1 et pETDuet-1 permettant chacun de co-exprimer deux protéines 
(figure 37D)
98
. 
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Figure 38 : A. Relation structure fonction pour les protéines structurées et ID (d'après Van 
der lee et al., 2014) B. Augmentation du nombre de publications traitant de protéines ID 
depuis 1985 (d'après Oldfield et Dunker., 2014).  C. A gauche, structure cristallographique de 
la calcineurine dans laquelle une région de 95 acides aminés (boucle rouge) impliqués dans la 
liaison de la calmoduline n'a pu être résolue car la densité électronique étant absente (d'après 
Dunker et al., 2001). A droite, prédiction du désordre par PONDR de la région des 95 acides 
aminés de la calcineurine. Une zone semble plus structurée que le reste (rectangle bleu), il 
s'agit du domaine d'interaction avec la calmoduline (hélice α rouge à gauche) (d'après 
Uversky et Dunker, 2010) 
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III. La RNase Y est l’homologue fonctionnel de la RNase E, mais 
qu’en est-il de son organisation structurale ? 
III. A. Les protéines intrinsèquements désordonnées (IDP) : Des protéines 
pour les interactions moléculaires:  
 Cela fait plus d’une vingtaine d’années que le dogme central de la biologie « une 
séquence – une structure – une fonction » a été remis en cause (figure 38A)99,100. En effet, 
c’est en 1995 qu'une étude pionnière dans  le domaine des protéines ID a été publiée : 
Kissinger et son groupe ont résolu la structure de la calcineurine humaine (CaN) dont une 
partie importante de la protéine n’était pas définie dans la densité électronique101.  Depuis 
1995, de nombreuses protéines intrinsèquement désordonnées ont été étudiées et caractérisées 
(figure 38B). Elles constituent, en fait, une partie importante du génome des organismes 
vivants. 
i. Qu’est-ce qu’une protéine intrinsèquement désordonnée ? 
Définition et caractéristiques : les différents niveaux de désordre 
 En 1995, les protéines ayant une absence de structuration secondaire étaient appelées 
des protéines non-structurées ou déstructurées
102
. Puis, lorsque la communauté scientifique 
s’est aperçue que, malgré ce désordre apparent, ces protéines étaient capables d’assurer 
certaines fonctions particulières et de subir des transitions désordre/ordre, on a commencé à 
parler de protéines intrinsèquements désordonnées
103
. Le terme "intrinsèquement" est lié au 
fait que ces protéines ont la capacité de se replier ou de former des structures secondaires 
lorsqu’elles interagissent avec leurs cibles biologiques, qui peut être une petite molécule 
(ligand) ou un partenaire macromoléculaire (protéine, ADN, ARN) comme la calcineurine qui 
interagit avec la calmoduline
101
. Cette structuration peut également avoir lieu via des 
modifications post-traductionnelles (ex : phosphorylation/déphosphorylation via les kinases et 
phosphatases). Il est maintenant possible d’affiner la notion de désordre et de définir 
différents niveaux de désordres. Premièrement, les protéines peuvent être complètement 
déstructurées, on parle alors de protéines intrinsèquement désordonnée (IDP) ou contenir 
seulement un domaine déstructuré, on parle de domaine ou région intrinsèquement 
désordonnée (IDR).  
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Figure 39: Les différents niveaux de désordre des protéines (d'après Van der lee et al., 2014) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 40: A. Echange entre les trois niveaux principaux de désordre des protéines (état 
random-coil, pré-globule fondu et globule fondu)  et l’état structuré (d'après Van der lee et al., 
2014). B. Visualtion des différents sous-états structuraux d'une protéine de 100 acides aminés 
(O = Structurée; MG = globul-fonud; PMG = pré-globul fonu; Coil = radom-coil) avec en 
dessous le volume hydrodynamique occupé par ces 100 résidus dans ces quatre 
conformations. (d'après Uversky et Dunker, 2010) 
Random-coil 
Pré-globule 
fondu 
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 Ensuite, ce désordre peut se classer en différents sous-types conformationnels. Il a été 
proposé que les protéines, adoptent  un continuum conformationnel, c’est-à-dire que les 
protéines passent par divers sous-types de désordre conformationnel entre l’état structuré et 
l’état déstructuré (Figure 39)100. L’état" random-coil" correspond à l’état dénaturé d’une 
protéine globulaire. Il ne contient pas ou très peu de structure secondaire
100
. Ensuite, dans 
l’état "pré-globule fondu" (Pre-molten globule), des structures secondaires apparaissent. Cet 
état possède une forte tendance à se structurer s’il y a une interaction avec un partenaire. Dans 
l’état suivant, "globule fondu" (Molten globule), il y a des structures secondaires que l’on 
retrouve dans l’état natif (structuré) de la protéine mais la structure tertiaire est extrêmement 
dynamique par rapport à l’état natif. Cet état est un état transitoire lors du repliement de la 
protéine. Ces différentes transitions (random-coil, pré-globule fondu, globule fondu) 
s’accompagnent d’une augmentation de la compaction de la chaîne polypeptidique. Ceci se 
reflète sur les paramètres biophysiques comme le rayon de gyration (Rg) ou le rayon 
hydrodynamique (Rh) qui vont diminuer au fur et à mesure que la compaction augmente
100
 
(Figures 39 et 40A et B)
104
. Ainsi des méthodes comme le SAXS (diffusion des rayons X aux 
petits angles)
105,106
, la RMN (Résonance magnétique nucléaire)
107,108
 ou encore la 
chromatographie par exclusion stérique peuvent permettre de mettre en évidence la présence 
d’états partiellement ou non structurés des protéines. Grâce à ces techniques biophysiques, la 
communauté scientifique a compris que certaines protéines pouvaient assurer leurs fonctions 
sans avoir une structure native pleinement structurée.  
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Tableau 8 : A. Proportion des acides aminés présents dans une protéine ID ou structurée 
(d'après Tompa, 2002) B. Particularités de la composition en acide aminés des protéines ID. 
Comparaison de la composotion en acides aminés de protéines structurées avec trois bases de 
données de protéines déstructurées (dis XRAY, dis NMR, dis CD). Un acide aminés est dit 
promoteur d'ordre ou promoteur de désordre par le calcul suivant : (% d'a.a désordonnés dans 
la base de donnée - % d'a.a structurés dans la base de donnée) / (% d'a.a structurés dans la 
base de donnée) = ∆/globuarl_3D (d'après Uversky et Dunker, 2010). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 41: Répartition des protéines structurées et des protéines ID par un graphe montrant la 
charge nette des protéines en fonction de leur hydrophobicité (d'après Uversky, 2002) 
Protéines intrinsèquement 
désordonnées 
Protéines structurées 
A                                          B 
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Identification et prédiction du désordre des protéines 
 L’identification de ces protéines ID au sein du protéome des organismes vivants a 
nécessité de comparer les séquences de plusieurs protéines ID répertoriées sur la base de 
données DisProt (http://www.DisProt.org) avec celles de protéines structurées. Il est ressorti 
de ces études que certains acides aminés sont promoteurs d’ordre alors que d’autres sont 
promoteurs de désordre et que plus une protéine contient d’acides aminés promoteurs de 
désordre, plus elle a une forte probabilité d’être intrinsèquement désordonnée (tableau 8). Les 
acides aminés promoteurs de désordre, classés dans l’ordre croissant de désordre sont : K, Q, 
S, E et P. Les acides aminés promoteurs d’ordre, classés par ordre croissant par rapport à 
l’ordre sont : N, H, M, L, F, Y, I, W et C (Tableau 8A et B). Les acides aminés A, G, T, R et 
D sont présents en même quantité dans les protéines ID ou structurées
109–112
. 
 Les trois acides aminés E, P et K sont deux fois plus présents chez les protéines ID par 
rapport aux protéines structurées. Les acides aminés Tyr (Y), la Cys (C) et Asn (N) sont deux 
fois moins présents chez les protéines ID par rapport aux protéines structurées et le Trp (W) 
est quatre fois moins présent
109,110,113
. 
 La charge nette d’une protéine est le paramètre le plus discriminant pour déterminer si 
une protéine est intrinsèquement désordonnée ou non. Les protéines ID sont riches en résidus 
polaires chargés et contiennent peu de résidus hydrophobes. Elles ont donc une charge nette 
plus forte que les protéines structurées. Plus la charge nette d’une protéine est forte, plus les 
forces de répulsions électrostatiques sont importantes et donc plus la chaîne polypeptidique 
aura tendance à se déplier et à être désordonnée. Il est donc possible  de séparer les protéines 
ID et structurées sur un graphe représentant la charge nette moyenne d’une protéine en 
fonction de son hydrophobicité moyenne : GRAVY pour GRand AVerage of hYdropathy
114
 
(figure 41) 
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Tableau 9: Liste non-exhaustive des différents serveurs de prédiction du désordre disponibles 
sur le web (d'après Meng et al., 2017) 
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 Basés sur les caractéristiques de séquences des protéines ID et structurées, de 
nombreux algorithmes ont été créés afin de prévoir, à partir d’une séquence, le niveau de 
désordre d’une protéine donnée115. Ceux-ci sont disponibles gratuitement sur le web (Tableau 
9), le plus utilisé étant appelé PONDR
116
. La précision de ces algorithmes varie selon 
l’algorithme utilisé: par exemple pour PONDR, la précision est supérieure à 86 %. Il existe 
aussi des logiciels qui combinent plusieurs algorithmes de  prédiction, le plus utilisé étant 
metaPrDOS
115
. 
 La figure 42A présente la prédiction de désodre par PONDR pour deux protéines ID, 
la protéine Tau et la protéine p27. La protéine Tau est une protéine qui va stabiliser les 
microtubules en interagissant avec. La prédiction de désordre montre bien la présence de 
zones déstructurées dans la majeure partie de sa séquence. Une étude en RMN a montré que 
cette protéine est bien déstructurée et quelle possède une grande flexibilité due à divers sous 
états conformationnels adoptés par la protéine (figure 42B)
117
. La prédiction du désordre pour 
p27 montre également que cette protéine possède une zone complètement déstructurée. La 
protéine p27 est une protéine qui va inhiber l'activité kinase des complexes cyclines-CDK du 
cycle cellulaire. La structure de cette protéine a été obtenue en interaction avec le complexe 
CyclineA-CDK2 (figure 42B)
118
. Les prédicteurs de désordre sont donc très précis et 
permettent de mettre en évidence la présence d'une zone déstructurée au sein d'une protéine. 
Cela se voit également pour la CaN qui possède un domaine d'interaction avec la CaM dans 
sa région déstructurée. En effet, au sein de cette région de 95 a.a une courte zone d'interaction 
se structure en hélice α, et la prédiction de désordre sur cette région de 95 acides aminés 
déstructurés montre une zone plus structurée que le reste (figure 38C, à droite) correspondant 
à la zone indiquée par le rectangle bleu. On peut donc déterminer via les prédicteurs de 
désordre, les zones d'interactions potentielles avec les partenaires au sein d'un domaine prédit 
pour être déstructuré. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
100 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 42 : A. Prédiction du désordre par le prédicteur PONDR pour la protéine Tau (gauche) 
et p27 (droite). B. Structure de la protéine Tau obtenu par RMN (gauche) et structure 
cristallographique de la protéine p27 obtenu en interaction avec le complexe cycline A/CDK2 
(d'après Russo et al., 1996 et Wintjens et al., 2001) 
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Rôle du désordre au sein des protéines 
 En s’associant avec leurs partenaires, qui peuvent être multiples et de conformation 
différentes
119
, les IDP vont se structurer. Cette association est en générale de faible affinité 
mais de forte spécificité, grâce à la très grande flexibilité des IDP, permet des interactions 
transitoires
120,121
. De nombreuses études bio-informatiques fonctionnelles ont montré que les 
IDP/IDR étaient très largement impliquées dans des interactions protéine – protéine et 
protéine – acide-nucléique. Très peu d’IDP/IDR possèdent une activité catalytique, 
probablement à cause de la faible affinité d’une IDP pour son partenaire (petites molécules ou 
macromolécules), alors que la catalyse enzymatique nécessite en général une forte affinité 
pour le substrat. La calcineurine (CaN) est une phosphatase calcium- et calmoduline-
dépendante, critique pour plusieurs processus cellulaires dont l’activation des lymphocytes T. 
Elle possède une région non structurée où sont présents deux sites de liaison: un pour la 
calmoduline (CaM) et un autre impliqué dans l’auto-inhibition de la protéine. La liaison de la 
CaM à la CaN structure la partie désordonnée du domaine auto-inhibiteur en hélice α, 
permettant l’activation de la protéine 122,123 (Figure 38C). Il a été montré, par exemple, que de 
nombreuses IDP font partie de complexes multi-protéiques comme le spliceosome permettant 
la maturation des ARNm , les complexe Cycline/CDK de régulation du cycle cellulaire
119
, les 
complexes de certaines protéines ribosomiques permettent une régulation de la traduction. Les 
IDP comprennent de nombreuses protéines de virus, comme, par exemple, la protéine Tat 
(Trans Activator of Transcription) qui permet de réguler la transcription du virus HIV
124
, la 
calcineurine, décrite plus haut, interagit avec la calmoduline dans un processus de régulation 
des défenses immunitaires. De plus, de nombreuses IDP se structurent après phosphorylation 
par une kinase, ce qui leur permet d’assurer leurs fonctions. En effet, les kinases sont des 
enzymes connues pour être impliquées dans des mécanismes de régulation de la signalisation 
intracellulaire chez les eucaryotes. De manière générale, après interaction avec leurs 
partenaires, les IDP vont se structurer, en hélice alpha. La structure des hélices α est beaucoup 
moins stable que les feuillets β, et les acides aminés polaires sont généralement en surface, 
permettant d’établir des liaisons électrostatiques avec un partenaire potentiel. Ces deux 
caractéristiques permettent des interactions transitoires entre l'IDP et son partenaire avec un 
dissociation rapide du complexe. 
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Tableau 10: (Gauche) Processus biologiques dans lesquels les protéines ID sont impliquées 
(gauche) et fonctions portées par les protéines ID (droite) (d'après Xie et al., 2007) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Tableau 11: Proportion des protéines ID au sein des différents organismes procaryotes et 
eucaryotes (d'après Dunker et al., 2000) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
Procaryotes 
~ 6,3 % 
Eucaryotes 
~32 % 
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ii. Fonctions et répartition des protéines ID au sein du monde vivant 
Fonctions des protéines ID 
 A partir des outils mentionnés plus haut, des études ont répertorié les protéines ID 
présentes dans les génomes des organismes vivants. Une étude a été réalisée en 2007 afin de 
déterminer dans quels processus biologiques et dans quelles fonctions étaient impliquées les 
protéines ID
125
. 200 000 séquences protéiques de la base de données SwissProt ont été 
analysées avec le logiciel PONDR_VL3E (The Predictor Of Natural Protein Disorder)
125
. Sur 
les 710 fonctions répertoriées dans SwissProt, 238 sont associées à des protéines 
intrinsèquement désordonnées contre 302 pour les protéines structurées. Deux fonctions sont 
principalement  représentées dans les protéines structurées : « Ligand » et « Biological 
processes ». A l’inverse, les protéines ID sont présentes dans toutes les catégories. Il s’avère 
donc que les protéines ID ont un répertoire fonctionnel beaucoup plus large que les protéines 
structurées
125,126
. On remarque que les protéines ID sont fortement impliquées dans des 
processus biologiques importants pour la cellule comme la différenciation cellulaire, la 
régulation de la transcription, le cycle cellulaire, la signalisation cellulaire (ex : p53, p27, 
Tau,…) ainsi que dans la maturation et l’épissage des ARN (Tableau 10, gauche). Ainsi 70% 
des protéines ID sont impliquées dans la signalisation cellulaire. Les ribonucléoprotéines sont 
les protéines les plus représentées parmi les protéines ID (Tableau 10, droite). Ainsi, les 
interactions avec les acides nucléiques nécessitent souvent l’intervention de protéines 
intrinsèquement désordonnées. Par exemple, la formation du complexe de maturation des 
ARNm chez les eucaryotes appelé spliceosome nécessite l’intervention de protéines ID. 
 
Répartition des protéines ID au sein du monde vivant 
 Une protéine est dite ID si elle possède un domaine ID d’au moins 50 résidus. Une 
analyse de 31 génomes par PONDR a montré que les organismes eucaryotes possèdent un 
génome contenant 27 à 41 % de protéines ID, et que les organismes procaryotes en possèdent 
moins de 10%
127
(tableau 11). En conclusion, la proportion de protéines ID dans un organisme 
vivant augmente avec sa complexité car il y a plus de fonctions biologiques complexes à 
réguler
128
. 
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Hélice α N-terminale de la  RNase Y :  
1-MTPIMMVLISILLILLGLVVGYFV-24 
 
 
 
 
 
Figure 43: A.  Identification par alignement multiple d'un motif conservé (HxHDxD) chez 
des protéines de fonctions inconnues. Le domaine portant ce motif a été appelé domaine HD 
et permet l'hydrolyse de l'ADN, l'ARN ou de monomucléotide cyclique (d'après Aravin et 
Koonin, 1998). B. Clivage du transcrit yitJ par la RNase Y sauvage et par deux mutants du 
domaine HD de la RNase Y (H368A et D369A) (d'après Shahbabian et al., 2009). C. Image 
de microscopie à fluorescence montrant la localisation de la RNase Y – GFP dans les cellules 
de B. subtilis (d'après Hunt et al., 2006). D. Alignement de plusieurs séquences de RNase Y 
provenant de bactéries à Gram positifs et montrant la conservation du motif IGxxGxxI 
signifiant la présence d'un domaine KH (Bsubtilis = Bacillus subtilis; Spneumoniae = 
Streptococcus poneumoniae; Saureus = Staphylococcus aureus; Spyogenes = Streptococcus 
pyogenes; Lmonocytogenes = Listeria monocytogenes; Llactis = Lactococcus lactis; 
Cperfringens = Clostridium perfringens). 
A                                                                     
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III.B. La RNase Y possède un domaine intrinsèquement désordonné  
i. La RNase Y possède des caractéristiques fonctionnelles similaires avec la RNase E 
 Avant 2009, la RNase Y faisait partie des protéines dont la fonction n'avait pas été 
caractérisée
62,129–132
. Mais le domaine catalytique de cette protéine de fonction inconnue avait 
été identifié comme appartenant à la famille des phosphohydrolases métal-dépendantes à 
domaine HD. Un alignement de plusieurs dizaines de protéines appartenant à des organismes 
différents avait été réalisé. Toutes ces protéines portaient un motif conservé, qui est le suivant 
Hx1HDx2D (pour la RNase Y x1 = 28 acides ami,és; x2= 54 acides aminés, acides aminés qui 
séparent les motifs du domaine HD). Ce domaine fut appelé domaine HD et a permis de 
définir une nouvelle famille de phosphohydrolase métal-dépendante. Une partie de cette 
alignement est présent dans la figure 43A, la RNase Y, appelée YmdA (taxonomie 
génomique), était placée dans le groupe 5, un groupe de protéine à domaine HD de fonction 
inconnue
129
. Ce motif, composé de deux histidines et deux aspartates, permet de coordonné un 
cation bivalent qui selon les protéines peut être un Mg
2+
, Mn
2+
 ou encore un Zn
2+
, et parfois 
même un Ni
2+133–136
. Cette famille de protéines à domaine HD  rassemble des enzymes 
impliquées dans le métabolisme des acides nucléiques (ADN, ARN ou de 
mononucléotides)
129
, ainsi que dans la transduction du signal
137
. La présence de ce domaine 
HD au sein de la RNase Y a été confirmée par des études d'activité faites sur deux mutants de 
la RNase Y. Ces mutations ont été faites au niveau du motif HxHDxD, l'histidine 368 et 
l'aspartate 369 on été mutés en alanine. Suite à cela des tests d'activités in vitro sur le transcrit 
yitJ ont été réalisés, dans le cas des mutants aucun produit de clivage n'est observé, ce qui 
prouve que ce domaine HD est important pour l'activité catalytique (figure 43B)
27
. En 2006, 
une étude fonctionnelle sur 11 gènes de fonction inconnue dont la RNase Y a été réalisée chez 
B. subtilis
131
. Les auteurs ont montré, par des expériences de microscopie à fluorescence en 
utilisant la "Green fluorescent protein" (GFP) que la RNase Y (YmdA) était localisée à la 
membrane (figure 43C). Dans cette expérience la GFP avait été fusionnée à l'extrémité N-
terminale de la RNase Y (figure 43C). En effet, cette protéine possède en C-terminale une 
séquence de 21 acides aminés majoritairement hydrophobes, riche en résidus valine (4), 
leucine (6) et isoleucine (4) (figure 43C).  
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Figure 44: Analyse in silico de la séquence de la RNase Y. A. Prédiction de région non-
structurée au sein de la séquence de la RNase Y par les prédicteur PONDR et metaPrDOS. 
Ces deux prédicteurs ont permis de définir un consensus de 100 acides aminés déstructurés. 
B. Prédiction de la présence de structures secondaires de type coiled-coil par le prédicteur 
COILS. Il y aurait une forte probabilité pour qu'il y ai un tel domaine entre les acides aminés 
30 et 150 chez la RNase Y. C. Proportion en acides aminés promoteur d'ordre (Y, I et W) et 
promoteur de désordre (Q, S et E) au sein de la RNase Y entière et du domaine ID. Le 
domaine ID contient 67 % et 46 % des Gln et Glu de la RNase Y, et il ne contient aucune Tyr. 
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 Cette protéine a également été prédite pour contenir un domaine KH 
(ribonucléoprotein K homology domain) (figure 43D). Ces domaines sont connus pour 
interagir avec des acides nucléiques, en particulier avec les ARN ou les ADN simple brin, de 
plus un motif est présent au sein de ces domaines permettant d'identifier qu'il s'agit d'un 
domaine KH, ce motif est le suivant VIGxxGxxI
138,139
. Lorsque plusieurs séquence de RNase 
Y sont alignées, ce motif est présent et très conservé, ce qui est la signature de la présence 
d'un domaine KH (figure 43D). Ce domaine KH est suivi du domaine HD. Après cela, YmdA 
a donc été considérée comme une potentielle RNase. 
 Après la caractérisation de son activité en 2009, une étude publiée en 2011 a été plus 
loin dans la caractérisation in silico de cette protéine
140
. En effet, la séquence de la RNase Y a 
été soumise à des prédicteur de désordre (PONDR et metaPrDOS) et il c'est avéré que la 
RNase Y possède une région non-structurée enN-terminale allant du résidus 30 à 192 (figure 
44A). De plus, les auteurs ont également soumis cette séquence au prédicteur de domaine 
coiled-coil. Ces domaines sont connus pour interagir avec des partenaires protéiques ou des 
acides nucléiques. Les leucine-zipper, présent notamment au niveau des facteur de 
transcription leurs permettant d'interagir avec l'ADN font partie des domaines coiled-
coil
141,142
. Cette prédiction a donc montré la présence d'un potentiel domaine coiled-coil dans 
la partie N-terminale de la RNase Y, entre les acides aminés 30 et 150 (figure 44B). La RNase 
Y possède donc un domaine prédit pour être intrinsèquement désordonné, dont la fonction 
serait d'interagir avec des partenaires cellulaires. L'hypothèse est que ce domaine va acquérir 
sa structure en hélice α de type coiled-coil après interaction avec des partenaires cellulaires. Il 
a donc été supposé que ce domaine serait impliqué dans la formation du dégradosome chez B. 
subtilis
140
. De plus, lorsque l'on analyse la proportion en acide aminés promoteurs d'ordre (Y, 
I et W) et de désordre (Q, S et E) au sein de la séquence de la RNase Y (1 à 520) et de la 
séquence du domaine ID (24 à 192) (figure 44C), on constate que le domaine ID contient 67 
% et 46 % de la totalité des résidus Gln (Q) et Glu (E), sachant que ce domaine ne réprésente 
que 30% de la séquence totale. La RNase Y possède donc bien une proportion importante 
d'acides aminés promoteurs de désordre. De plus, sur les huit Tyr (Y) présentes au sein de la 
séquence de la RNase Y aucune n'est présente dans le domaine ID et seulement 27% des Ile 
(I) sont présentes dans le domaine ID. Le domaine ID de la RNase Y possède donc les 
proportions typiques en acides aminés d'une protéine ID (tableau 9A et B, cf III.A.i). 
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Figure 45: A. Purification sur colonne de chromatographie d'exclusion stérique (à gauche) de 
la RNase Y (∆1-25). Deux pics principaux sont observés dont un correspond à une espèce de 
280 kDa. Détermination de la masse réelle du tétramère apparent (280 kDa) par 
ultracentrifugation analytique (à droite). Deux espèces ont été observé dont une majoritaire à 
100 kDa. B. Expérience de double hybride chez E. coli montrant l'auto-interaction de l'hélice 
α TM et du domaine ID de la RNase Y. C. Expérience de complémentation in vivo. Le gène 
rny du chromosome bactérien est placé sous le contrôle d'un promoteur inductible au xylose. 
Cette souche est transformée avec diverses constructions de la RNase Y clonés dans un 
plasmide (pGP1370).  
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 Dans cette même étude les auteurs ont cloné et purifiée la RNase Y sans son hélice α 
transmembranaire (TM) (résidus 25 à 520 ou ∆1-24) et avec une étiquette hexahistine en C-
terminale de la protéine. La purification sur chromatographie d'exclsion stérique a montré la 
présence de deux espèces principales, une espèce de très hauts poids moléculaire éluée dans le 
volume mort de la colonne et une deuxième espèce éluée à une masse moléculaire calculée, à 
partir de la calibration de la colonne, de 280 kDa, ce qui laissait penser que la RNase Y était 
organisée sous forme d'un tétramère (figure 45A, gauche). L’analyse du deuxième pic par 
ultracentrifugation analytique (AUC) montre un pic majeur avec un coefficient de 
sédimentation de S20,w = 4,5 correspondant à une masse de 100 kDa et un pic minoritaire 
avec un coefficient de sédimentation de S20,w = 7,6 correspondant à une masse de 200 kDa 
(figure 45A, droite). Sachant qu’un monomère de RNase Y a une masse théorique de 57 kDa, 
la protéine serait donc exprimée principalement sous forme dimérique, avec un peu de forme 
tétramérique 
 Pour déterminer quel domaine est impliqué dans la dimérisation de la RNase Y in 
vivo, des expériences de double hybride chez E. coli utilisant l'adénylate cyclase ont été 
effectuées (annexe1, figure 45B)
143
. Les résultats indiquent que le domaine prédit comme 
étant intrinsèquement désordonné (ID) ainsi que la région N-terminale prédite pour être une 
hélice α TM auto-interagissent. Le domaine N-terminal serait donc responsable de la 
dimérisation de la RNase Y. On constate également que la RNase Y entière serait capable 
d'interagir avec les domaines de façon séparée à l'exception du domain KH. Des expériences 
de complémentation d’une souche délétée en  rny par des plasmides portant le gène codant 
pour différentes constructions de la RNase Y chez B. subtilis ont permis aussi de montrer, 
qu'en absence d'un des domaines de la RNase Y, le phénotype sauvage n'est pas rétabli et que 
seule la RNase Y entière permet une complémentation fonctionnelle de la souche délétée 
(Figure 45C). 
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Tableau 12 : Similarités et différences existantes entre la RNase Y et la RNase E. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 46: Schéma à l'échelle de l'organisation des domaines de la RNase Y obtenu suite à 
l'étude réalisée par Lehnink-Habrink et al., 2011. Les numéros des acides aminés au-dessus 
du schéma indique la délimitation de chaque domaine (IDD = Domaine intrinsèquement 
désordonné; TM = hélice α transmembranaire; KH = domaine KH; HD = domaine HD; C-ter 
= domaine C-terminal). 
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 Cette première étude biochimique de caractérisation structurale et fonctionnelle de la 
RNase Y a permis de mettre en évidence l'organisation de ses domaines. Cette enzyme est 
donc constituée d'une hélice α TM en N-terminale (1-23), d'un domaine ID (30 -192), d'un 
domaine KH (210-280), d'un domaine HD (330-430) et d'un domaine C-terminal dont la 
fonction est inconnue (430-520) (figure 46). Des points de similarités entre la RNase Y et la 
RNase E ont également été remarqués grâce à cette étude. En effet, ces deux enzymes ne 
partagent aucune homologie de séquence mais partagent des fonctionnalités similaires. Les 
deux enzymes sont localisées à la membrane, elles possèdent chacune un domaine catalytique 
structuré et un domaine ID et elles ont toutes les deux les mêmes caractéristiques au niveau de 
leurs activités. Ce sont toutes les deux des endonucléases, qui clivent dans les zones riches en 
nucléotides AU, et qui initient la dégradation des ARNm (tableau 12). 
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Figure 47: Observation de la souche ∆rny sur milieu gélosé après 1 jour d'incubation 
(gauche). Ces cellules ont ensuite été étalées de nouveau sur milieu gélosé à partir de la 
première boîte (droite) (d'après Figaro et al., 2013) 
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ii. La RNase Y est une enzyme non essentielle mais importante pour la physiologie 
cellulaire.  
Durant la période ou la fonction de la RNase Y était inconnue, cette protéine était considérée 
comme éssentielle. Une étude en 2003 a porté sur la détermination de l'essentialité de 150 
gènes de B. subtilis
130
. La RNase Y en faisait partie. Pour cela, les auteurs ont inséré, pour 
chaque gène, un plasmide en amont de la séquence du gène, le plasmide pMUTIN
144
. Ce qui 
engendre trois conséquences pour la souche : 
 1)  le gène ciblé est inactivé. 
 2) le gène lacZ est fusionné au gène inactivé. 
 3) le promoteur Pspac contrôle la transcription du gène inactivé qui devient inductible 
uniquement à l'IPTG. 
Cette inactivation est appelée une déplétion. Si cette inactivation du gène conduit la souche à 
devenir dépendante à l'IPTG, cela signifie que le gène est essentiel. Ce fut le cas pour la 
RNase Y.  Mais 10 ans plus tard, la communauté scientifique est revenue sur sa décision. En 
effet, une étude parue en 2013 prouve que la RNase Y n'est pas essentielle pour B. subtilis
145
. 
Dans cette étude le gène codant la RNase Y, rny, a été délété (∆rny) chez une souche de B. 
subtilis (souche 168) et remplacé par une cassette de résistance à la spectinomycine. Puis un 
plasmide contenant le gène de la RNase Y, sous contrôle d'un promoteur inductible au  
xylose, a été inséré chez cette souche. Les cellules se sont avérées viables sur milieu gélosé en 
absence d'induction du gène au xylose (figure 47). Par contre, en absence de RNase Y, le 
phénotype cellulaire est modifié. En effet, le temps de division cellulaire est augmenté, 
passant de 26 min pour la souche sauvage à 56 min pour la souche ∆rny. La croissance 
cellulaire est donc fortement altérée en absence de la RNase Y.  Cette délétion a également 
des conséquences sur la compétence et la capacité de sporulation de B. subtilis. En effet, il y a 
une perte totale de la compétence bactérienne, et la capacité de sporulation est diminué de 
quatre ordre de grandeur.  
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Tableau 13: Sensibilité aux antibiotiques de la souche délétée en RNase Y (d'après Figaro et 
al., 2013) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 48: A. Comparaison de la morphologie cellulaire de la souche sauvage (gauche) et de 
la souche ∆rny (droite) au microscope optique. B. Comparaison de la morphologie de 
l'enveloppe cellulaire chez la souche sauvage (gauche) et chez la souche ∆rny (droite) au 
microscope électronique à transmission (d'après Figaro et al., 2013) 
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 Une autre conséquence, très importante, causée par cette délétion est l'hypersensibilité 
de la souche ∆rny à certains antibiotiques. La souche ∆rny a une sensibilité accrue aux 
antibiotiques suivant : tétracycline, érythromycine, chloramphénicol et ampicilline (tableau 
13). Cette augmentation de la sensibilité a été calculée en déterminant le pourcentage 
d'augmentation du diamètre de la zone d'inhibition de l'antibiotique, comparé à celui de la 
souche sauvage. Ces données suggèrent que l'enveloppe cellulaire est altérée et que la 
perméabilité à certains antibiotiques soit modifiée. Ceci qui a été conforté par des expériences 
de microscopie optique et électronique. La souche ∆rny a été observée en microscopie optique 
et en microscopie électronique à transmission afin de comparer la morphologie cellulaire avec 
celle de la souche sauvage. 
 En microscopie optique, on constate que les cellules ∆rny ont une morphologie 
cellulaire altéré, les cellules n'ont plus la capacité de former des bâtonnets de taille régulière 
caractéristique des bacilles. On observe des cellules avec une grande diversité de forme et de 
longueur (figure 48A). De plus, en microscopie électronique à transmission on constate que le 
peptidoglycane des cellules ∆rny est désorganisé, il ne forme pas une monocouche d'épaisseur 
régulière (figure 48B). Cette différence au niveau de la morphologie de l'enveloppe cellulaire 
peut causer une altération au niveau de la perméabilité cellulaire aux antibiotiques. 
En conclusion, la RNase Y n'est donc pas une enzyme essentielle mais, en son absence, la 
physiologie cellulaire est altérée. La RNase Y est également présente chez certains 
pathogènes à Gram positifs, comme Staphylococcus aureus ou Streptococcus spyogenes. Il 
serait donc intéressant de déterminer l'effet de la délétion du gène rny chez ces bactéries 
pathogène pour l'homme. 
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Figure 49 : A. Expérience de double hybride chez E. coli montrant les interactions potentiels 
entre la RNase Y et des protéines du métabolisme des sucres (Phosphofructokinase, Enolase) 
et du métabolisme des ARN (RNase J1/J2, RNase III, PNPase) (d'après Commichau et al., 
2009). B. Expérience de double hybride chez E. coli montrant les interactions potentielles 
entre CshA et ses partenaires protéiques potentiels au sein du dégradosome (RNase Y, RNase 
J, PNPase, phosphofructokinase et énolase). La sous-unité T25 (en haut) ou T18 (en bas) est 
fusionnée à CshA (d'après Lehnik-habrink et al., 2010). 
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III.C. Existence d’un dégradosome chez B. subtilis ? 
i. Un postulat de départ 
 Au vue des similitudes fonctionnelles avec la RNase E portées par la RNase Y, ainsi 
que son implication majoritaire dans la dégradation des ARNm, il a été supposé que la RNase 
Y pourrait potentiellement interagir avec des partenaires cellulaires pour former un 
dégradosome chez B. subtilis.  
 Plusieurs études, à partir de 2009, ont donc cherché à prouver l’existence de ce 
dégradosome chez les bactéries à Gram positifs. Les partenaires choisi pour effectuer ces 
études ont donc été la PNPase, l'énolase et l'homologue de RhlB, l'hélicase d'ARN CshA avec 
en plus la RNase J mais également la phosphofructokinase, une autre enzyme de la glycolyse. 
Des expériences de double hybride chez E. coli et de co-purification in vivo, en présence ou 
non d’un agent de pontage chimique (formaldéhyde) ont été réalisées.50,140,146.  
ii. Expériences de double hybride chez E. coli 
 Des interactions entre des enzymes du métabolisme de l’ARN (RNase Y, PNPase, 
RNase J1) et du métabolisme des sucres (énolase, phosphofructokinase) ont d’abord été 
montrées par double hybride chez E. coli (Figure 49A). Les auteurs ont utilisé l'adénylate 
cyclase qui via un gène rapporteur permet de détecter des interactions entre deux partenaires 
(annexes 1). Dans cette première étude, on constate que la RNase Y interagit avec l'énolase, la 
PNPase et la phosphofructokinase uniquement lorsque la sous-unités T18 de l'adénylate 
cyclase est fusionnée à l'extrémité N-terminale de la RNase Y (figure 49A)
50
. Ce qui laisse 
penser que l'interaction avec ces partenaires se ferait via le domaine C-terminale de la RNase 
Y (430-520) dont la fonction est inconnue, car lorsque la sous-unité de l'adénylate cyclase est 
en  C-terminale il n'y aucune interaction, probablement parce qu'elle doit gêner les contactes 
protéine -protéine. 
 Puis, il a été montré par cette même technique que l’hélicase d’ARN CshA interagirait 
avec la RNase Y et la PNPase (Figure 49B) au sein du dégradosome de B. subtilis. Ici, 
l'interaction avec la RNase Y est observée uniquement lorsque la sous-unité de l'adénylate 
cyclase (T18 ou T25) est fusionnée à l'extrémité C-terminale de la RNase Y. Il est donc 
possible, dans le cas de CshA, que l'interaction se fasse au niveau du domaine 
intrinsèquement désordonnée de la RNase Y
146
. 
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Figure 50: A. Organisation des domaines de l'hélicase CshA de B. subtilis B. Expréiences de 
double-hybride chez E. coli montrant l'interaction des diverses constructions de CshA avec la 
RNase Y (a gauche) et l'interaction de la chimère CshB portant le domaine CTD de CshA 
avec la RNase Y (à droite) (d'après Lehnik-habrink et al., 2010) C. Expérience de double-
hybride chez E. coli montrant les interactions des différentes constructions de la RNase Y 
déletés d'un ou plusieurs domaines avec les partenaires potentiels du dégradosome de B. 
subtilis (d'après Lehnik-habrink et al., 2011) 
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 Dans cette même étude sur CshA, il a été montré que CshA interagirait avec la RNase 
Y via son domaine RecA n°2 (225-386) et son domaine C-terminal. CshA est constitué de 
deux domaines RecA (n°1 et n°2) et un domaine C-terminal. Le domaine RecA n°1 portant le 
motif DEAD permettant de lier l'ATP. (figure 50A). Les auteurs ont réalisés des constructions 
différentes de CshA dans lesquelles certains domaines sont délétés. Cinq constructions ont été 
réalisées : RecA n°1 seul / RecA n°2 seul / RecA n°1 + RecA n°2 / CTD seul / RecA n°2 + 
CTD. L'interaction avec la RNase Y a été testée pour l'ensemble des constructions. Seule la 
construction avec les domaines RecA n°2 + CTD interagit avec la RNase Y (figure 50B, 
gauche).  
 Ensuite, les auteurs ont également utilisé CshB une autre hélicase DEAD ATP-
dépendante. Cette hélicase n'a aucune implication au sein du dégradosome. Ils ont donc 
fusionné le domaine CTD (413-493) de CshA à l'extrémité C-terminale de CshB. Par double-
hybride, on constate que la chimère CshB-CTD (CshA) interagit avec la RNase Y (figure 
50B, droite). Ceci confirme que c'est le domaine C-terminale de CshA qui permet l'interaction 
avec la RNase Y. 
 Une étude similaire à celle faite sur CshA a été réalisée sur la RNase Y. Diverses 
constructions de la RNase Y ont été clonés dans lequelles ils manque un ou plusieurs 
domaines
140
. L'interaction de ces constructions avec les différents partenaires a ensuite été 
testée également par double hybride. Cette étude a révélé que seule la forme entière de la 
RNase Y possède la capacité d’interagir avec les différents partenaires impliqués dans la 
formation du dégradosome et qu’en particulier la présence de l'hélice α (TM) est nécessaire 
(figure 50C). On peut donc supposer que la localisation membranaire de la RNase Y joue un 
rôle important dans la formation de ces interactions. 
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Figure 51 : A. Formule chimique du formaldéhyde utilisé comme agent chimique de pontage 
covalent. B. Western blot réalisés à partir des co-purifications faites in vivo des partenaires en 
absence ou en présence de formaldéhyde avec comme protéine "appât" CshA (à gauche) ou la 
RNase Y (à droite) portant une étiquette Streptavidine en C-terminal. Les fractions déposées 
sur gel SDS-PAGE proviennent de l'élution de la colonne de streptactine, permettant de 
retenir l'étiquette straptavidine. Dans les deux cas les protéines GltC et YtsJ servent de 
contrôle (d'après Lehnik-habrink et al., 2010 et d'après Lehnik-habrink et al., 2011). C. 
Western blot des fractions cytosolique et membranaire d'une souche de B. subtilis dont la 
protéine CshA porte une étquette FLAG. Des anticorps anti-FLAG ont été utilisés pour 
révéler les protéines en Western blot. La protéine CggR qui est une protéine cytoplasmique 
est utilisée comme contrôle positif (d'après Lehnik-habrink et al., 2010) 
Co-purification in vivo avec CshA 
(étiquette Strep en C-ter) 
Co-purification in vivo avec RNase Y 
(étiquette Strep en C-ter) 
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iii. Expériences de co-purification in vivo 
 Des expériences de co-purification in vivo ont été réalisées chez Bacillus subtilis
140,146
. 
Ces expériences ont pour but de co-purifier des complexes protéine - protéine. La méthode 
qui a été utilisé est la méthode appelée SPINE
147
. Dans cette technique, la protéine étudiée, 
appelée "appât", va porter une étiquette streptavidine permettant de la purifier sur colonne de 
streptactine.  Les protéines partenaires, les « proies », dont on veux savoir si elles 
interagissent avec la protéine "appât" portent uniquement une étiquette FLAG permettant de 
les détecter par Western blot avec un anticorps anti-FLAG. Dans cette méthode, seul des 
interactions binaires sont étudiées (protéine "appât" - protéine "proie"). Les souches sont 
cultivées jusqu'à DO600 = 1,0 puis une partie des cellules est collectés avant d'ajouter un agent 
chimique de pontage, communément c'est le formaldéhyde qui est utilisé. Cette molécule va 
permettre de lier chimiquement deux protéines, uniquement si elles sont très proches l'une de 
l'autre, comme dans le cas d'une interaction. La formule chimique (figure 51A) très simple du 
formaldéhyde confirme qu'il faut que les deux partenaires soit très proche pour pouvoir être 
liés chimiquement. Pour l'étude du dégradosome de B. subtilis, deux études ont été faites, une 
dans laquelle la protéine "appât" est la RNase Y (figure 51B, droite) et une autre avec CshA 
(figure 51B, gauche). Les partenaires étant la PNPase, la RNase J, l'énolase et la 
phosphofructokinase.  
 Les interactions de CshA avec les protéines RNase J1, Y, énolase et PfkA ne sont 
détectées qu’en présence de l'agent chimique. Seule la PNPase interagit avec CshA sans avoir 
besoin d'agent chimique. Lorsque c’est la RNase Y qui est la protéine "appât", les interactions 
ne sont détectées qu’en présence de formaldéhyde.  
 
 Toujours avec le même principe, une expérience in vivo a été réalisé sur la souche de 
B. subtilis dans laquelle CshA porte une étiquette FLAG permettant d'être identifiée par 
Western blot avec des anticorps anti-FLAG. Des cellules de B. subtilis ont été lysées et la 
fraction membranaire a été séparée de la fraction cytosolique (Figure 51C). On remarque sur 
le Western blot que la RNase Y et CshA sont toutes les deux localisées dans la fraction 
membranaire. On peut donc dire que la RNase Y et CshA interagissent in vivo et que le 
complexe est localisé à la membrane via l'hélice α TM de la RNase Y. 
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Figure 52: Schéma hypothétique du dégradosome de B. subtilis montrant les partenaires 
interagissant avec la RNase Y au niveau de la membrane cellulaire (d'après Lehnik-habrink et 
al., 2010) 
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iv. Le dégradosome de Bacillus subtilis éxiste-t-il ? 
 A l’inverse d’E. coli, l’existence d’un dégradosome chez B. subtilis n’a pas encore été 
formellement démontrée. En effet, la nécessité d’un pontage chimique pour détecter les 
interactions par co-purification des partenaires du dégradosome provoque un débat dans la 
communauté scientifique sur l’existence de ce dégradosome chez les bactéries à Gram 
positifs. De plus, pour le moment, aucune expérience de co-expression in vitro n’a été réalisée 
avec les protéines de B. subtilis. Cette expérience aurait pour objectif de mettre en présence 
tous les partenaires afin de détecter une interaction. Les expériences de copurification ont été 
réalisées, jusqu’à présent, uniquement pour des complexes binaires.  
 A partir de ces données, l'hypothèse émise est que les interactions seraient transitoires, 
c'est à dire quelles seraient rapides, les protéines interagiraient sur une période de temps très 
court avec une faible affinité. Cette hypothèse pourrait expliquer l’impossibilité d’isoler un 
complexe par co-purification sans utiliser un agent chimique de pontage. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
124 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 53: A. Affiche publicitaire de 1944 publiée dans life Magazine par les laboratoires 
Schenley. B. Structure de la péncilline montrant le noyau β-lactame. C. Staphylococcus 
aureus résistant à la méthicilline observé au microscope électronique (d'après le CDC, 
Centers for Disease Control). D. Liste des bactéries multi-résistantes les plus importantes 
annotées sous le cigle ESKAPE (d'après Lisboa et Nagel, 2011) 
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III.D. La RNase Y est un facteur de virulence chez Staphylococcus aureus 
i. Les bactéries font de la résistance 
 Les maladies infectieuses sont la deuxième cause de mortalité au niveau mondial et la 
troisième cause de mortalité dans les pays développés au niveau économique
148
. Depuis la 
découverte fortuite de la pénicilline par Alexander Fleming en 1928
149
 et de sa production à 
grande échelle en 1939, qui permis de soigner de nombreux blessés durant la Seconde guerre 
mondiale (figure 53A), les antibiotiques sont très largement utilisés à l'heure actuelle dans le 
traitement des maladies infectieuses causées par des germes bactériens
7
. Fleming lui même ne 
pensais pas que sa découverte allais révolutionner le domaine de la médecine et de la santé 
publique
150
. 
 
“When I woke up just after dawn on September 28, 1928, I certainly didn’t plan to 
revolutionize all medicine by discovering the world’s first antibiotic, or bacteria killer. But I 
suppose that was exactly what I did.”  
"I did not invent penicillin. Nature did that. I only discovered it by accident.” 
         - Sir Alexander Fleming,  
 Ces composés ciblent des enzymes impliquées dans des processus cellulaires 
importants que sont : 1) la réplication et la transcription de l'ADN; 2) la traduction protéique; 
3) la synthèse de la paroi bactérienne; 4) le métabolisme du folate
7,148
 
 Mais après 1940, il y a eu émergence des premières souches résistantes aux 
antibiotiques. Il y eu alors la découverte d'autres antibiotiques et maintenant il existe de 
nombreuses classes d'antibiotiques (annexes 3). Mais depuis plusieurs années, il y a 
l'émergence de bactéries multi-résistantes aux antibiotiques
6
. Ces souches sont résistantes à 
plusieurs antibiotiques. Ceci est causé par l'utilisation abusive des antibiotiques. En effet, les 
firmes pharmaceutiques envoient la moitié de leurs production en antibiotiques aux industries 
agro-alimentaires
148
. Les producteurs de porc, de volaille ou encore les exploitations laitières 
utilise de façon excessive les antibiotiques sur leurs animaux, même quand ces derniers ne 
sont infectés par aucuns germes. Cette utilisation abusive  permet de sélectionner des 
bactéries résistantes qui finissent par trouver un chemin dans la population humaine et rendre 
des maladies traitables en maladies incurables
148
.  
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Figure 54: Nombre de nouveaux composés anti-microbiens découvert entre 1983 et 2004 
(d'après Nathan, 2004). 
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 Par exemple, pour les β-lactames, la classe principale d'antibiotique dont fait partie la 
pénicilline, nous en sommes à la quatrième génération d'antibiotiques. Malgré cela les 
souches multi-résistantes persistent et la plupart des antibiotiques utilisés à l'heure actuelle 
sont des dérivés de molécules découvertes il y a 50 ans et ont perdu leurs efficacité contre ces 
pathogènes. En plus de cela, depuis les années 80, la découverte de nouveaux composés anti-
microbiens ne cesse de diminuer
148
 (figure 54) 
 De nombreux pathogènes bactériens développent donc des résistances aux 
antibiotiques actuels. L'un des plus résistants est le Staphylocoque doré (Staphylococcus 
aureus) qui fait parti des pathogènes multi-résistants annotés sous le cigle ESKAPE (figure 
53D). En 1940, les infections aux staphylocoque doré étaient traitées avec la première 
génération de pénicilline
7
. Après un an, la résistance est apparue chez S. aureus. En effet, le 
Staphylocoque doré était devenu capable de produire une pénicillinase permettant de dégrader 
la pénicilline G. Cette résistance aux β-lactames a donc poussé le développement et 
l'introduction de la méthicilline, un antibiotique résistant aux pénicillinases. On a eu alors 
l'apparition du SARM (Staphylococcus aureus résistant à la méthicilline) devenu très courant. 
En 1986, la vancomycine est devenu la barrière contre le SARM. Mais le SARM a alors 
évolué en SARV (Staphylococcus aureus résistant à la vancomycine). Depuis 1990, des 
combinaisons d'antibiotiques sont donc utilisés pour lutter contre ces bactéries résistantes
7
.  
 Avec l’émergence de ces souches multi-résistantes comme Staphylococcus aureus, la 
nécessité de découvrir de nouvelles cibles thérapeutiques devient primordiale pour lutter 
efficacement contre ces infections
7
. 
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Tableau 14: Liste des RNases essentielles (E) et non-essentielles (NE) présentes chez les 
bactéries du groupe ESKAPE (d'après Eidem et al., 2012) 
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ii. De nouvelles cibles thérapeutiques  
 Les bactéries à Gram positif et négatif comprennent de nombreux pathogènes, en 
particulier humains. Malgré la quatrième génération de molécules anti-bactériennes, celles-ci 
ciblent toujours les mêmes voies essentielles chez la bactérie
151
. 
 Chez les bactéries, la transcription est couplée à la traduction. Par contre, chez les 
cellules eucaryotes, la compartimentalisation fait que la transcription et la maturation a lieu 
dans le noyau et que la traduction se fait dans le cytoplasme. Sans surprise, la machinerie de 
dégradation des ARNm chez les procaryotes et chez les eucaryotes font appels à des enzymes 
très différentes. Ces différences peuvent donc être exploitées pour la recherche de nouvelles 
cibles et donc de nouveaux antibiotiques. En effet, nous avons vu que la dégradation des 
ARNm est unprocessus cellulaire extrêmement important pour l'adaptation de la bactérie a 
son environnement
151
. 
 Chez les bactéries pathogènes certaines RNases bactériennes sont essentielles, comme 
la RNase E, la RNase J, la RNase R ou en encore la RNase P, ces deux dernières étant 
présentes à la fois chez les bactéries à Gram positifs et négatifs (Tableau 14). De plus, la 
RNase E est très conservée chez les bactéries à Gram négatifs et il n'y a pas d'homologie 
significative avec des protéines humaines
73
. Pour trouver des cibles potentielles, il faut que 
ces cibles soient essentielles. Mais l'essentialité d'un gène est très difficile à définir. En effet, 
traditionnellement, les tests pour déterminer quelles enzymes sont essentielles se font dans 
des milieux riches et fortement oxygéné. Mais ces conditions (in vitro) sont très différentes de 
celles rencontrées chez un patient infecté (in vivo). Le milieu peut différer chez l'hôte au 
niveau de l'oxygène, du pH, de la source de carbone, et le système immunitaire va également 
se défendre pour éliminer le pathogène
151
. 
 La bactérie va donc devoir s'adapter a ce nouvelle environnement en exprimant 
certains gènes, différents de ceux exprimés en culture de laboratoire. Un gène peut donc être 
essentiels dans les conditions de laboratoire et ne plus l'être dans les conditions d'une 
infection in vivo, et inversement, un gène peut ne pas être déterminé comme essentiel dans les 
conditions de laboratoire mais le devenir in vivo. Nous avons vu précédemment que la RNase 
Y n'était pas essentielle chez B. subtilis et il en est de même pour la RNase J, mais nous avons 
remarqué que la physiologie de la cellule est très affectée lorsque la RNase Y n'assure plus 
ses fonctions. La RNase Y est également présent chez le Staphylocoque doré, alors, quelle est 
l'influence de l'absence de cette RNase sur cette bactérie pathogène ? 
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iii. La RNase Y de Staphylococcus aureus 
 Chez le Staphylocoque doré, la RNase Y est appelée CvfA pour Conserved virulence 
factor A. En effet, chez S. aureus, la RNase Y, ou CvfA, est un facteur de virulence. La 
virulence d'un organisme pathogène désigne l'intensité de son pouvoir pathogène, c'est une 
mesure de la sévérité de la maladie dont il est responsable. Cette virulence est mesurée par la 
diminution de la valeur sélective qui reflète la capacité d'un organisme a survivre et à se 
reproduire. Un facteur de virulence est donc une protéine qui va jouer un rôle dans la 
virulence du pathogène en question. 
 Par la suite, nous n'allons pas dire CvfA mais RNase Y, pour éviter les confusions et 
pour plus de clarté.  
 Tout d'abord, le staphylocoque doré pénètre dans l'organisme via une brêche dans 
l'épiderme de l'hôte. Les symptômes d'une infection par le staphylocoque doré sont des 
infections des tissus de l'épiderme. La peau est rouge, tuméfiée et inflammée. Cette infection 
peut aussi se présenter sous forme de furoncles, kystes ou autre abcès. Mais S. aureus peut 
également causé des infections urinaires, des septicémie ou même des pneumonies. Toutes les 
parties du corps peuvent être potentiellement infectées et dans les cas les plus graves ces 
infections peuvent entrainer la mort du patient. 
 Tous ces symptômes sont dus à l'expression combinée de différents facteurs de 
virulence que sont les protéines de surface cellulaire pour l'adhésion à l'hôte, les hémolysines 
provoquant la lyse des globules rouges, des protéases et nucléases pour détruire les tissus de 
l'hôte. L'expression de ces facteurs de virulence est sous le contrôle de facteurs de 
transcription comme agr, sarA, srrAB et arlRS
137
. 
 La protéine codée par le gène agr se va réguler positivement l'expression des facteurs 
de virulence et il a été montré que la RNase Y va promouvoir l'expression du gène agr. La 
RNase Y est donc impliqué indirectement dans la régulation de l'expression des facteurs de 
virulence chez S. aureus
137
.  
 Plusieurs études ont donc été réalisées sur la RNase Y de S. aureus
137,152
. Tout d'abord, 
il a été montré que la RNase Y de S. aureus possède une activité phosphodiestérase, cette 
activité est responsable du clivage des nucléotides cycliques (AMPc, GMPc,). Chez les 
bactéries, les nucléotides cycliques sont très importants dans la régulation de nombreux 
processus cellulaires, dont  la virulence
137
.  
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Figure 56 : A. Activité phosphodiestérase mesuré in vitro sur le substrat bis-pNPP pour la 
RNase Y sauvage et sur les diférents mutants du domaine HD (H338A; 
H367A;D368A;K371A; D423A) B. Activité hémolytique de S. aureus sauvage et de la 
souche délétée en RNase Y transformé avec le plasmide contenant les divers mutant de la 
RNase Y. C. Virulence chez le verre à soie de S. aureus sauvage et des mutants de la RNase 
Y (d'après Nagata et al., 2008). D. Virulence chez le verre à soie de S. aureus sauvage, ∆rny, 
∆rny + plasmide (rny). E. Virulence chez le verre à soie de S. aureus sauvage, ∆rny, ∆agr et 
∆rny/∆agr (d'après Kaito et al., 2005) 
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 Ces mêmes auteurs ont également réalisés des mutants de la RNase Y, ces mutations 
ont été faites dans le domaine HD portant l'activité catalytique. Ils ont tout d'abord vérifié que 
ces mutants ne possédaient plus d'activité phosphodiestérase en mesurant la dégradation d'un 
composé, le Bis(p-nitrophenyl) phosphate (bis-pNPP), et effectivement l'ensemble des 
mutants ne possède plus d'activité phosphodiestérase in vitro (figure 56A)
137
. 
 Les auteurs ont ensuite regardé l'effet de ces mutations sur l'activité hémolytique de S. 
aureus ainsi que sur sa virulence. Pour cela, le gène codant la RNase Y a été délété chez une 
souche de S. aureus. Les gènes mutés au niveau du domaine HD de la RNase Y ont été clonés 
individuellement dans un vecteur puis insérés chez la souche délété en RNase Y. Le gène 
muté étant sous le contrôle d'un promoteur inductible à l'IPTG
137
.  
 L'activité hémolytique de ces mutants a été mesurée sur des globules rouges infectés 
par les différentes souches contenant les mutants de la RNase Y. Ils ont constaté que les 
mutants avaient une très faible activité hémolytique, 5 fois inférieure à celle de la souche 
sauvage (figure 56B). De plus, la virulence de ces mutants a également été mesurée. Pour 
cela, les auteurs ont utilisé comme modèle le ver à soie qu'il ont infecté de la même manière 
que pour les globules rouges. Ils ont constaté que la durée de vie des vers à soie étaient 
augmentée dans le cas ou ils étaient infectés avec les mutants de la RNase Y en comparaison 
de la souche sauvage (figure 56C). 
 
 Une autre étude a également été réalisée dans laquelle le gène de la RNase Y est 
également délété chez une souche de S. aureus
152
. Le gène de la RNase Y a également été 
cloné dans un plasmide dans le but de voir si l'insertion de ce plasmide chez la souche délétée 
permet de rétablir le phénotype sauvage. Ce qui a été le cas. En effet, toujours chez le ver à 
soie, les souches délétés en RNase Y sont moins virulentes et provoquent une augmentation 
de la durée de vie des vers à soie infectés par cette souche (figure 56D). Dans cette même 
étude, les auteurs ont également déletés le gène agr responsable de la régulation de 
l'expression des facteurs de virulence
153
. Ils ont constaté que la déletion du gène agr ainsi que 
du gène de la RNAse Y, au sein de la même souche, a un effet beaucoup plus drastique sur la 
virulence de S. aureus. En déletant ces deux gènes, la virulence des souches est plus faible 
que lorsque un seul gène est délété (agr ou rny) (figure 56E). 
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 En conclusion, il est vrai que la RNase Y n'est pas une RNase essentielle, mais lorsque 
cette enzyme est délétée chez S. aureus on constate une diminution de la virulence. De plus, 
cette chute de virulence de S. aureus est d'autant plus importante lorsque le gène agr est 
délété en plus de celui de la RNase Y. 
De plus, plusieurs RNases sont éssentielles chez S. aureus (tableau 15), comme la RNase J, la 
RNase P et la RNase R. En combinant cela, la production d'antibiotiques contre les RNases 
essentielles mais également contre les RNases dont l’absence chez S. aureus cause une chute 
de la virulence, comme la RNase Y, serait un bon moyen de lutte contre les souches multi-
résistantes. Dans ce cas-ci, des multi-thérapies seraient également mises en place. 
L'étude structurale de ces RNases est donc primordiale pour que, dans un futur espérons le 
proche, nous puissions trouver de nouveaux antibiotiques afin de lutter contre ces germes 
bactériens résistants à un grand nombre d'anti-microbiens. 
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Introduction des articles  
 Le but de mon travail a consisté à étudier structuralement la RNaseY, qui n'a aucun 
homologue structural connu. La RNase Y est constituée d'une hélice α transmembranaire 
(TM), d'un domaine intrinsèquement désordonné (ID), d'une région catalytique avec les 
domaines KH et HD et d'une région C-terminale (C-ter) (figure 1A, annexe). Nous avons 
essayé de cristalliser différentes construction dans le but de déterminer leur structure par 
diffraction des rayons X. Nous avons d'abord cloné et exprimé la RNase Y sans l'hélice TM 
(∆1-23) provenant de deux organismes thermophiles, Geobacillus stearothermophilus et 
Thermus thermophilus. Ces protéines portaient une étiquette hexahistdine, respectivement en 
C-terminal et N-termainl, pour faciliter la purification sur colonne de chromatographie 
d'affinité nickel. 
  La protéine de T. thermophilus était protéolysée au cours de la purification. Nous 
n'avons pas réussi, malgré l'utilisation d'anti-protéases, à obtenir une protéine homogène pour 
des essais de cristallisation. Un alignement des séquences des trois RNases Y (B. subtilis, T. 
thermophilus et G. stearothermophilus) a permis de mettre en évidence que la protéine de T. 
thermophilus possède un domaine ID plus long (+ 60 acides aminés) que celui de la RNase Y 
de B. subtilis et G. stearothermophilus. Cela a été confirmé par le prédicteur de désordre 
PONDR qui a déterminé la présence d'un domaine non-structuré pour la RNase Y de T. 
thermophilus entre les acides-aminés 30 et 260 (230 résidus). Nous pensons que c'est la raison 
pour laquelle la RNase Y de T. thermophilus est très sensible aux protéases d'E.coli. 
 Ensuite, la protéine de G. stearothermophilus forme un oligomère soluble de haut 
poids moléculaire dont la taille augmente avec la concentration en protéine. Les tests de 
cristallisation de cet oligomère n'ont pas conduit à la formation de cristaux. La purification de 
la RNase Y (∆1-23) de B. subtilis par chromatographie d'exclusion stérique a permis d'isoler 
une forme dimérique et une forme oligomèrique soluble, que nous avons obtenus sous forme 
homogène. Mais les essais de cristallisation n'ont également pas abouti. Nous avons donc 
ensuite fusionné une étiquette maltose binding protein (MBP) à l'extrémité N-terminale de la 
RNase Y (∆1-23) de chaque organisme en utilisant un plasmide codant pour une MBP 
optimisée pour la cristallisation
154
. En effet, cette MBP possède des mutations de surface afin 
de remplacer des acides aminés flexibles (Arg, Lys, Asp, Glu, Gln et Asn) par des alanines 
afin de diminuer l'entropie du système et favoriser les contacts cristallins. D'autre part, cette 
MBP non-clivable, est fusionnée à la protéine cible par un court linker de trois acides aminés 
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(AAA) permettant de réduire la flexibilité entre les deux protéines et favoriser la 
cristallisation. Pour les trois protéines, les constructions MPB ont conduit aux mêmes 
résultats que pour les étiquettes histidines = la construction de T. thermophilus est 
protéolysée, celle de G. stearothermophilus forme des oligomères et celle de B. subtilis ne 
cristallise pas. 
Suite à ces résultats négatifs au niveau de la cristallisation, nous avons décidé de faire des 
constructions de la RNase Y de B. subtilis sans son domaine ID, car se fut la seule protéine 
formant un dimère pouvant être purifié.  
 Nous avons réalisé deux constructions de la RNase Y: une sans les domaines TM et ID 
et une sans les domaines TM, ID et C-ter (figure 1C et 1D - annexe). Ces constructions ont été 
conçues à partir d'une analyse in silico avec le logiciel Hydrophobic Cluster Analysis (HCA) 
qui permet de déterminer la présence de clusters hydrophobes au sein de la séquence d'une 
protéine et donc de délimiter les zones structurées (hélices α et feuillets β) (figure 1B, article 
2)
155
. Ces deux constructions ont été clonées dans le plasmide pGEX-6P2 afin d'introduire 
une étiquette glutathion-S-transférase (GST) clivable en N-terminal. Ces constructions se sont 
avérées non solubles (Figure 2B - annexe), sauf en co-expression avec des protéines 
chaperonnes (DnaK-DnaJ-GrpE). Mais dans ce dernier cas, il n'a pas été possible de séparer 
la RNase Y des chaperonnes.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
140 
 
Article 1: Characterization of an Fab fragment that promotes ordering of 
the intrinsically disordered domain of B. subtilis RNase Y 
 Les divers essais de cristallisation de la RNase Y n'ayant pas abouti, nous avons 
décidé de produire un anticorps dirigé contre la RNase Y. En effet, les anticorps sont souvent 
utilisés comme outil pour la cristallisation des protéines
156,157
. En particulier, ils ont beaucoup 
été utilisés pour cristalliser des protéines membranaires, ou des protéines virales car ils 
permettent de masquer les régions hydrophobes et favorisent donc les contacts cristallins. 
Récemment, des anticorps ont également été utilisés pour étudier des protéines 
intrinsèquement désordonnées
124,158–161
. Seul le fragment reconnaissant l'antigène, appelé 
"Fragment antigen-binding" (Fab), est utilisé pour la co-cristallisation (Figure 4, annexe). 
L'anticorps, produit par la Société Abmart® (Chine), reconnait un peptide de 12 acides 
aminés situés dans la région ID de la RNase Y de B. subtilis. Nous avons donc produit le Fab, 
par protéolyse ménagée à la papaïne de l'anticorps. Les essais de cristallisation avec le dimère 
de RNase Y n'ont pas abouti. Nous avons cependant cristallisé et résolu la structure du Fab en 
complexe avec le peptide synthétique qui a servi à produire l'anticorps. Les constantes 
d'affinité pour les complexes Fab-peptide et Fab-BsRNase Y sont respectivement de 355 pM 
et 122 nM. L'affinité pour le peptide est donc 350 fois supérieure à celle pour le dimère. On 
peut donc supposer que le peptide est enfoui dans le dimère et que la région N-terminale 
participe potentiellement à la dimérisation de la protéine. Cependant, une analyse en SAXS 
des complexes Fab-dimère (BsRNase Y) et Fab-Nter (BsRNase Y) montre que la liaison du 
Fab permet de structurer le domaine N-terminal. Notre conclusion est que l’anticorps pourrait 
mimer un des partenaires physiologiques de la RNase Y et induire la dissociation du dimère 
de Nter-BsRNase Y et/ou des changements de conformation du domaine N-terminal. Ceci 
suggère que le domaine N-terminal pourrait être impliqué dans la formation d’un complexe de 
dégradation des ARNm chez Bacillus subtilis. 
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Article 2: The N-terminal domain of B. subtilis RNase Y is a molten-globule 
 Les protéines ID sont très présentes au sein du monde vivant et assurent dans les 
cellules eucaryotes des fonctions physiologiques importantes, comme la signalisation 
intracellulaire ou encore la formation de complexes macromoléculaires comme le 
spliceosome
100
. Il y a très peu de protéines ID caractérisées chez les bactéries. La RNase E 
d'E. coli possède un domaine intrinsèquement désordonné en C-terminal permettant la 
formation d'un complexe de dégradation des ARNm
75,83,85,89,98
. Lorsque ce domaine est délété, 
l'enzyme conserve son activité endonucléase pour la maturation des ARNt et ARNr mais elle 
n'est alors plus capable de cliver efficacement les ARNm
36,162
.  
 Tout comme la RNase E, la RNase Y possède un domaine prédit pour être 
intrinsèquement désordonné, mais en N-terminal. Aucune expérience n'avait encore confirmé 
cette prédiction
140
. Nous avons donc cloné et purifié le domaine ID de la RNase Y (acides 
aminés 24 à 192). Le SEC-MALLS indique également que ce domaine est en équilibre entre 
une forme monomérique et une forme dimérique. En collaboration avec Carine Van-
Heijenoort et Nadine Assrir du laboratoire de chimie et biologie structurale de l'ICSN, une 
analyse en résonnance magnétique nucléaire (RMN) et en dichroïsme circulaire (CD) de ce 
domaine a été réalisée. L'analyse du spectre RMN du domaine N-terminal marqué à l'azote 
15
N indique qu'il y a une centaine de résidus, sur les 176, qui sont déstructurés ou qui forment 
des hélices α. L'analyse par CD de ce domaine a révélé une structuration majoritaire en hélice 
α. Cette analyse est en accord avec le programme COILS qui prédit que 120 acides aminés 
seraient structurés en domaine coiled-coil sur les 162 prédits pour être non-structurés par le 
programme PONDR.  De plus, une analyse en diffusion des rayons X aux petits angles 
montre que le domaine N-terminal n'est pas complètement déstructuré. En conclusion, la 
combinaison des différentes méthodes biophysiques (RMN, CD, SAXS) montrent que le 
domaine N-terminal de la RNase Y possède majoritairement des éléments de structures 
secondaires de type hélice α et environ 70 acides aminés pleinement déstructurés et qu'il ne 
forme pas de structure tertiaire. On peut donc dire que le domaine N-ter est un globule fondu. 
Il reste à déterminer la fonction de ce domaine et à savoir en particulier s'il interagit avec ses 
partenaires potentiels au sein du dégradosome. 
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Article 3: The elongated dimer of Bacillus subtilis RNase Y assembles as a 
globular oligomer of high molecular weight 
 Avant de débuter ce projet, une étude biochimique réalisée en 2011 dans l'équipe de 
Jörg Stülke avait montré qu'une construction de la RNase Y, sans l'hélice TM, purifiée par 
chromatographie d'exclusion stérique, se présentait sous deux formes : une forme de très haut 
poids moléculaire et une forme soluble de masse apparente 280 kDa (masse théorique d'un 
dimère de RNase Y = 114,2 kda). Une analyse par ultracentrifugation analytique avait révélé 
que celle-ci correspondait à un dimère (~100 kDa) de forme allongée
140
. L'oligomère de haut 
poids moléculaire n'avait fait l'objet d'aucune étude approfondie.  
 Lors de nos purifications de la construction ∆1-23 de la RNase Y portant une étiquette 
hexahistidine en position C-terminale, nous nous sommes aperçus que la quantité de 
l'oligomère formé était dépendante de la concentration en protéine et qu'au cours du temps, à 
haute concentration en protéine, la proportion de la forme dimérique diminuait au profit de la 
forme de haut poids moléculaire (Figure 3, annexe). Une analyse en SEC-MALLS a permis 
de déterminer les masses absolues du dimère et de l'oligomère. Le dimère a une masse 
molaire de 105 kDa et un rayon hydrodynamique de 60 Å alors que l'oligomère soluble une 
masse de 980 kDa et un rayon hydrodynamique de 130 Å.  
 Des tests d'activité sur les deux formes de la RNase Y, dimère et oligomère, ont été 
réalisés dans l'équipe d'Harald Putzer. Ces tests ont révélé que les deux formes ont une 
activité endonucléase sur le transcrit yitJ. Les formes dimérique et oligomérique de la RNase 
Y ont aussi fait l'objet d'une analyse en diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS). 
Cette analyse révèle que le dimère a une forme allongée (Rg = ~60 Å) et ne présente pas de 
partie déstructurée et que l'oligomère possède une forme globulaire avec un rayon de giration 
de 100 Å. Ces résultats sont en accords avec les analyses respectives de ces deux formes en 
SEC-MALLS. 
 Nous avons alors décidé d'approfondir l'analyse de la forme oligomérique en solution. 
En collaboration avec l'équipe de Catherine Venien-Bryan à l'UPMC, nous avons commencé 
une étude en microscopie électronique de l'oligomère. Des images en coloration négative ont 
révélé que cette forme était très homogène et formait des particules compactes de rayon 
compris entre 100 et 150 Å possédant un tunnel. Le rayon des particules observé en coloration 
négative est en accord avec le Rh obtenu en SEC-MALLS et le Rg obtenu en SAXS.  Nous 
avons pu générer un modèle initial de cet oligomère qui confirme une forme en anneau avec 
un tunnel au centre. Ce modèle sera prochainement affiné à l'aide d'images prises à 0° et 45° 
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("tiltées") qui devraient permettre de visualiser d'autres orientations des particules. Les images 
collectées en cryo-microscopie pourront alors être traitées afin d'obtenir un modèle de plus 
haute résolution.  
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Annexe de l'introduction des articles 
 
 
 
 
 
 
Figure 1: Constructions de la RNase Y réalisées au cours du projet. A. Schéma à l'échelle 
de l'organisation des domaines de la RNase Y. B. RNase Y sans son hélice α TM avec une 
étiquette hexahistidine en C-terminal. C. RNase Y sans son hélice α, son domaine ID et son 
domaine C-terminal de fonction inconnue. D. RNase Y sans son hélice α et son domaine ID. 
E. Domaine ID de la RNase Y avec une étiquette hexahistidine en C-terminale. (Légende: TM 
= hélice α transmembranire; IDD = domaine intrinsèquement désordonné; KH = domaine 
KH; HD = domaine HS; C-ter = domaine C-terminal) 
 
 
 
 
 
Figure 2: Expression et solubilité des constructions de la 
RNaseY. Toutes ces constructions ont été exprimées dans la 
souche d'E. coli BL21 (DE3) Star codonPlus. A. Solubilité de la 
RNase Y (∆1-23). B. Solubilté des constructions courtes, 189-
520 (à gauche) et 189-436 (à droite) en absence de chaperonne. 
C. Solubilité du domaine ID (24-192) de la RNase Y (t0 = avant 
induction à l'IPTG; t+IPTG = après induction à l'IPTG; C= 
culot; SN = surnageant). 
 
A                                         B 
 
 
 
 
 
C    
145 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3: Formation de la forme oligomérique de haut poids moléculaire au cours du 
temps. Purification de la RNase Y sur colonne de chromatographie d'exclusion stérique 
(Superdex 200 26/60 PG) dans 20mM HEPES pH 7,5, 500mM NaCl, 10% glycérol. A. 
Injection de 10mL à 2 mg/mL. B. Injection de 10mL à 4 mg/mL, C. après 12 heures,  D. après 
24 heures. 
 
 
 
 
 
 
 A                    2 mg/mL                         B               4 mg/mL 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
C                4 mg/mL après 12h                    D             4 mg/mL après 24h 
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Figure 4: A. Structure cristallographique d’un anticorps entier (PDB : 1IGT). B) Structure 
schématique d’un anticorps constitué de deux chaines lourdes (H), formées chacune des 
domaines CH1, CH2, CH3 et VH, ainsi que de deux chaines légères (L), formées par les 
domaines CL et VL. Chaque anticorps est constitué de deux Fab capables de lier l'antigène. B. 
Les boucles hypervariables ou CDR (Complementary determining regions) permettant la 
liaison à l’antigène sont présentes dans la partie Fv (VH/VL) du Fab. Ces boucles (trois 
boucles de la chaine légère L1, L2 et L3 et trois boucles de la chaine lourde H1, H2 et H3) 
sont représentées en rouge. (D’après Sela-Culang et al., 2013)  
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Figure 5: Tunnel central de liaison de l'ARN chez la PNPase et l'exosome. A.Comparaison 
du tunnel de liaison de l'ARN entre les différentes structures cristallographiques des PNPases  
(PNPase d'E. coli = ePNPase; PNPase de S. antibioticus = sPNPase; PNPase humaine = 
hPNPase). Les régions du tunnel ayant un diamètre inférieur à 5 Å, entre 10-20 Å et entre 20-
30 Å sont respectivement indiquées en rouge, vert et bleu. Le site actif est indiqué par une 
flêche noire et la zone d'entrée de l'ARN est indiquée par une flêche rouge. B.Comparaison du 
tunnel de liaison de l'ARN entre les différentes structures cristallographiques des exosomes 
(Exosome humain = hExosome; Exosome de S. solfataricus = ssExosome). Ces structures 
montrent que le tunnel est plus étroit pour l'exosome de S. solfataricus que pour celui de 
l'homme. C. Modèle de la fixation d'un ARN chez la PNPase humaine. (d'après Liang Lin et 
al., 2011) 
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Although RNase Y acts as the key enzyme initiating mRNA decay in Bacillus subtilis and likely in 
many other Gram positive bacteria, its three-dimensional structure remains unknown. An antibody, 
belonging to the rare IgG2b, x isotype, was raised against a 12-residue conserved peptide from the N-
terminal non-catalytic domain of Bacillus subtilis RNase Y (Nter-BsRNaseY) that is predicted to be 
intrinsically disordered. Small angle X-ray scattering indicates that Nter-BsRNaseY gets ordered upon 
binding the Fab (fragment antigen binding) of this antibody. The dissociation constants of the 
Fab/Nter-BsRNaseY and the Fab/peptide complexes are similar, suggesting that the peptide has a 
main contribution to the affinity of Nter-BsRNaseY for the Fab. The crystal structure of the Fab in 
complex with the antigen peptide shows that the peptide adopts an elongated U-shaped conformation, 
in which the unique hydrophobic residue of the peptide, Leu6, is completely buried. Hence, the 
Fab/peptide complex may mimic the interaction of a microdomain of Nter-BsRNaseY with one of its 
cellular partners within the degradosome complex. 
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Introduction 
The processing and degradation of mRNA is a key element in the control of prokaryotic gene 
expression 
1-3
. In E. coli, RNase E has a pivotal role in these processes 
4
 but Bacillus subtilis 
and many other Gram positive bacteria have a very different set of enzymes directing mRNA 
metabolism 
5-7
. Indeed, in B. subtilis, a novel endoribonuclease called RNase Y (BsRNaseY) 
shares extensive functional homologies with RNase E despite an absence of sequence 
similarity 
8
. Although not essential for cell viability, the crucial role of RNase Y in initiating 
mRNA clivage is highlighted by deletion experiments of the rny gene, which leads to defects 
in cell growth, cell morphology and hypersensitivity to antibiotics 
9
. The half-life of mRNA is 
increased two-fold when RNase Y is depleted 
8
. Indeed, the abundance of a large number of 
transcripts is affected by decreasing RNase Y expression 
8, 10-14
.  
 
A structure prediction analysis revealed the probable architecture of RNase Y 
12
: a 
transmembrane (TM) region anchoring the protein to the membrane 
15
, formed by the 1-24 
first amino acids, followed by an intrinsically disordered domain (IDD), a catalytic domain 
with KH 
16
 and HD motifs 
17
 and a C-terminal region of unknown function. The predicted 
non-structured IDD region is hypothesized to adopt various conformations to enable the 
protein to interact with several cellular partners (RNA or proteins), as typical for intrinsically 
disordered proteins 
18-22
.  
 
Only a few in vitro studies of BsRNaseY have been reported, including activity tests 
8
 and 
ultracentrifugation experiments that showed that the main oligomeric form is a dimer 
12
. To 
get more information about the three dimensional structure of RNase Y, we raised an 
antibody against a small region of the IDD. Not only could this antibody stabilize the 
conformation of RNase Y, which would favor crystallization of the complex, but it could also 
serve to get insights into the structure/function of the IDD. 
We report here the characterization of the interaction between BsRNaseY and an antibody 
raised against a 12-residue peptide from the IDD domain using ELISA (Enzyme Linked 
ImmunoSorbent Assay) and Size Exclusion Chromatography coupled with Small Angle X-
ray Scattering (SEC-SAXS). We also report the crystal structure of the fragment antigen 
binding (Fab) RY79-90 in complex with the peptide used to raise the antibof-dy. Our results 
show that the antibody can bind BsRNaseY but is more specific for its N-terminal 
intrinsically disordered domain (Nter-BsRNaseY). The comparison of the low resolution 
structures obtained by SAXS of Nter-BsRNaseY, alone or in complex with Fab RY79-90, 
indicates that this domain gets more ordered upon Fab binding. We reveal the fold adopted by 
the epitope of the intrinsically disordered region of BsRNaseY upon binding with RY79-90 
and discuss how the detailed interactions of the Fab/peptide complex observed in the crystal 
structure could reflect the binding of a microdomain of Nter-BsRNaseY and a cellular partner. 
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RESULTS AND DISCUSSION 
 
RY79-90 is an IgG2b, x antibody induced against a 12-residue peptide of the IDD 
After having identified peptides from BsRNase Y most susceptible to yield mouse monoclonal 
antibodies, six monoclonal antibodies were produced. Among them, one antibody induced against the 
12-residue peptide (ERRNELQKQENR) covering residues 79 to 90, which belongs to a conserved 
region of the IDD of BsRNaseY (Fig. 1A), was selected because it had the highest affinity for 
BsRNaseY, as determined by Western-blot and non-denaturing SDS PAGE (Fig. 1B &C). The 
antibody, named RY79-90, has a heavy chain belonging to the IgG2b isotype and utilizes a rare Vx 
light chain that is observed in only 0.5% of antibody sequences 
23
 (Figure S1). The amino acid 
sequences of Vx chains are only 30-33% identical to that of other V or V light chains. They 
generally display very few somatic mutations 
24-26
 and no junctional diversity caused by the 
rearrangement of the Vx and J2 segments 23. A characteristic of the Vx class is that CDRL3, which 
is entirely encoded by the Vx gene fragment, is four amino acids longer than in all other light 
chains (Figure S1). It has been suggested that this unusual light chain confers specificity to the 
antibodies that contain it 
27
. To our knowledge, there are only two known crystal structures of Fab 
(fragment antigen binding) bearing a x light chain: Fab 13F6-1-2 (PDB code 2QHR) 24 and Fv 
(variable fragment) MW1 (PDB code 2OTU and 2OTW)
26
, both solved in complex with their peptide 
antigen.     
Sequence comparison of the light chains of Fab RY79-90, Fab 13F6-1-2 and the Vx germline gene 
indicates that Fab RY79-90 underwent only a few maturation affinity mutations, which translate into 
Glu at position L80 instead of Pro (Figure S1). Interestingly, the heavy chain isotype distribution of 
Vx-bearing antibodies in normal mouse serum, upon immunization with myelin basic protein, 
showed a biased H chain isotype towards g2a and 2b isotypes 
27
, as is the case for Fab RY79-90. The 
IgG2b heavy chain of Fab RY79-90 is a combination of the V segment of the Igh-VGAM3.8 VH9 
family, a D segment that could not be identified because it is too short and the JH3 segment. There are 
10 amino acid mutations compared to the germline gene in the V segment, including one in CDRH1 
and two in CDRH2. CDRH3 is exceptionally short, with only three amino acids. 
 
IgG RY79-90 has a higher affinity for the inducing peptide and Nter-BsRNaseY than for 
BsRNaseY 
To know if the conformation of the peptide in interaction with the antibody is representative 
of BsRNaseY in its active conformation in solution, the affinity of IgG RY79-90 for the 
inducing peptide, Nter-BsRNaseY and BsRNaseY was determined by a competitive ELISA 
test 
28
. The dissociation constants for the complexes with BsRNaseY, Nter-BsRNase Y and 
the inducing peptide were respectively 122.6 ± 6.6 nM, 500 pM and 355 ± 39 pM, 
respectively (Figure 2). Thus, the affinity of IgG RY79-90 for the peptide is 350 times 
stronger than for BsRNaseY, whereas the KDs for the complexes of the antibody with the 
peptide or Nter-BsRNaseY are in the same order of magnitude, suggesting that the interaction 
of the antibody with the peptide is close to that with Nter-BsRNaseY. For further studying 
structurally the antibody/Nter-BsRNaseY interaction, a Fab fragment of IgG RY79-90 was 
generated by papain digestion and reduction with 2-mercaptoethanol, and purified.  
 
Fab binding promotes ordering of Nter-BsRNaseY 
To ensure that the Fab recognizes not only a peptide from BsRNaseY but a longer region 
within the IDD of the native protein, SEC-SAXS was used to monitor any structural change 
of Nter-BsRNaseY upon Fab binding. The scattering intensity profiles I(q) vs q (where I(q) 
and q are the scattering intensity and vector) of NterBsRNaseY, Fab 79-90 and the 
NterBsRNaseY/Fab 79-90 complex show that all samples were monodisperse (Figure S2A). 
The gyration radius Rg that monitors the extent of macromolecular elongation was calculated 
from the slope of the linear part of the Guinier plots, ln(I(q)) vs q
2
 at very small angles (Figure 
S2B, C & D) 
29
. Rg values of 2.79 0.05 nm, 5.63 nm  0.05 and 4.64  0.15 nm were 
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estimated for Fab RY79-90, Nter-BsRNaseY and Fab/Nter-BsRNaseY, respectively. The 
Kratky plot, which is a representation of the scattering intensity I(q). q
2
 as a function of the 
scattering vector q 
30
, was used for a qualitative analysis of the scattering profiles and to 
assess the degree of compactness or folding/unfolding of the Fab/Nter-BsRNaseY complex 
31
. 
The normalized Kratky plot of Nter-BsRNaseY had no maximum and a plateau at high q 
values (Figure 3A, blue curve), which indicated disorder. Moreover, the probability distance 
distribution function p(r), which is a real-space representation of the distribution of all 
interatomic distances within the molecule 
32
, exhibited an asymmetric profile with a 
maximum at small distances characteristic of an elongated molecule (Figure 3B, blue curve) 
and the maximum diameter of the molecule Dmax was determined to be 20 nm. In contrast, the 
normalized Kratky plot of the Fab alone (Figure 3A, black curve) was bell-shaped with a 
well-defined maximum, and its p(r) function was rather narrow and symmetric (Figure 3B, 
black curve), with maximal dimension Dmax of 9.69 nm, indicating a folded globular structure. 
Interestingly, the normalized Kratky plot of the Fab/Nter-BsRNaseY mixture (Figure 3A, red 
curve) is intermediate between the plots of the proteins alone, indicating the formation of a 
stable complex that is less disordered and more compact than Nter-BsRNaseY. The p(r) 
distribution (Figure 3B, red curve) is characteristic of a flexible multidomain protein with 
maximal dimension Dmax of 13.23 nm rather than a protein with a compact conformation. 
Altogether, the SAXS data indicated that Nter-BsRNaseY gets a more ordered conformation 
upon Fab binding. 
 
Overview of the Fab RY79-90 structure  
Co-crystallization trials of Fab RY79-90 with Nter-BsRNaseY remained unsuccessful.  Yet, 
the crystal structure of Fab RY79-90 in complex with the inducing peptide was solved at 2.6 
Å resolution by molecular replacement using Fab 13F6-1-2 as model (Table 1). It contains 
two molecules in the asymmetric unit (Figure S3A). The Fab displays a large elbow angle of 
138.5° and 133.1° between the Fv fragment and the CL/CH dimer, for molecules LH and AB, 
respectively, in agreement with the light chain belonging to the -class. The peptide-binding 
pocket of Fab RY79-90 is a shallow cleft, roughly 50 Å by 44 Å wide and 16 Å deep, at the 
upper part of the VL/VH interface (Figure S3B). The peptide exhibits a standard type 1 -turn 
implicating an intramolecular hydrogen bond between the Asn4 O and Gln7 N atoms, and 
thus adopts a U-shape extended conformation. All CDRs except L2 contribute to the 
combining site (Figure 4A).  
 
Antibody-peptide interactions 
8 out of the 12 residues of the peptide are in contact with the antibody and display clear 
electron density, whereas electron density was ill-defined for Glu1, Arg3, Gln9, Arg12 that 
were oriented towards the solvent (Figure 4C). The high specificity and binding affinity of the 
antibody/peptide interaction is achieved through numerous side-chain interactions. 
Interestingly, despite its very short length, CDRH3 is involved in several main interactions 
with the peptide, including a bidentate ionic interaction. Three ionic interactions occur 
between the side chains of ArgH94 (CDRH3) and Glu5, AspH52 (CDRH2) and Arg3, and 
GluL34 (CDRL1) and Lys8. Hydrogen bonds are formed between the side chains of ThrH96 
(CDRH3) and Glu5, AsnH35 (CDRH1) and Asn4, ThrL93 (CDRL3) and Gln7, ThrL32 
(CDRL1) and Glu10. There are additional hydrogen bonds between the side chain of Asn11 
and the main chains oxygen atoms of GlyL91 (CDRL3) and oxygen and nitrogen atoms of 
ThrL32 (CDRL1). Interestingly, the only hydrophobic residue of the peptide, Leu6, is 
completely buried at the bottom of the combining site. Its side chain is stacked between 
GlyH95 (CDRH3) and TyL96 (CDRL3). Other peptide side chains are involved in stacking 
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interactions: Arg2 with TyH53 and ThrH54 of CDRH2, Glu5 with TyrH32 (CDRH1) and 
Asn11 with TyrL31 (CDRL1).  
 
Comparison of Fab RY79-90 to Fab13F6-1-2 and Fv MW1 
Considering the rarity of Vx usage, it is interesting to know whether the other monoclonal 
antibodies having Vx light chains share similar antigen specificity. In addition to the 
structure of Fab reported in this study, two other Fab crystal structures of antibodies bearing a 
Vx light chain have been determined, also in complex with a peptide. The structure of Fab 
13F6-1-2, an antibody specific for Ebola viral surface glycoprotein GP was solved in complex 
with the 11-residue peptide VEQHHRRTDND 
24
. Its CDRH3 loop is very long compared to 
Fab 79-90, which explains that its peptide binds more on the surface of the combining site 
compared to the peptide of Fab 79-90, which is much more buried (Figure S4A). Antibody 
MW1 was directed against a poly-glutamine sequence relevant for Huntington’s disease. The 
structure of Fv MW1 solved in complex with the GQ10G peptide, shows that the latter adopts 
an extended coil-like structure and is less buried in the antibody combining site than the 
BsRNaseY peptide 
26
 (Figure S4B). 
The specificity of naturally-occurring Vx-bearing antibodies for myelin basic protein (MBP) 
could be localized to a particular epitope encompassing residues 25–34 (RHGFKPRHRD) of 
the MBP molecule 
27
. Interestingly, the binding of a recombinant form of Vx alone to MBP 
revealed an important contribution of the Vx light chain. Yet, no crystal structure of Vx-
bearing anti-MBP antibodies is available to further get insight into the molecular basis for 
such specificity. More structures of Vx-bearing antibodies are need to know if the light 
chain isotype could be linked to the nature of the antigen, which up to now was always a 
peptide. 
 
 
CONCLUSION 
 
Areas of residual structure in unfolded proteins can be critical to forming the initial site of 
interaction with a binding partner 
33
, and delineation of those sites is required for the design of 
drugs and antibodies that interfere with binding. Moreover, several monoclonal antibodies 
combining sites have been shown to act as stable molds of in vivo conformation of important 
segments of intrinsically disordered proteins 
34
. Here, we used an antibody directed against a 
peptide located in a conserved region of the IDD of BsRNaseY as a tool to question whether 
this region could become ordered upon binding a cellular partner. The peptide used to 
generate RY79-90 lies in a conserved, mostly positively charged sequence region of Nter-
RNaseY that could be a binding site for RNA or protein partners contributing to the 
degradosome complex (Figure 1). Indeed, like in E. coli 
35, 36
, only microdomains of the 
intrinsically structured region of RNase Y are thought to interact with protein partners to form 
the B. subtilis degradosome complex. If the conserved peptide used to induce RY79-90 
belongs to such microdomain, the peptide/Fab RY79-90 interaction could mimic the 
interaction between the microdomain and a cellular protein partner.  
We revealed that the fold adopted by the epitope of the intrinsically disordered region upon 
binding RY79-90 is a U-shaped extended conformation. Leu6, the unique hydrophobic 
residue of the peptide, is sandwiched between CDRL3 and CDRH3 at the bottom of the 
combining site, along with the formation of a -turn due to hydrogen bonds between Asn4 
and Gln7. Interestingly, such a -turn structure has previously been observed in the complex 
of a peptide from the intrinsically disordered Tat protein with an Fab fragment, with the 
burying of a tryptophan residue central to the epitope 
37
. In fact, intrinsically disordered 
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proteins have generally the propensity to expose their few hydrophobic residues, probably to 
favor interactions with their biological partner.  
The concept of conformation specific antibodies that recognize a compact fold of the antigen 
requires rigidity of the antibody-combining site. We did not solve the structure of Fab 13F6-
1-2 alone but, as its CDRH3 loop is extremely short, it is probable that no large 
conformational changes of the antibody would occur upon peptide binding because these are 
usually caused by the inherent high flexibility of CDRH3 
38
. In addition, the fact that Fab 
RY79-90 is able to stabilize Nter-BsRNaseY by ordering it suggests that a similar structural 
organization of Nter-BsRNaseY might occur in vivo upon binding its cellular partners. 
Therefore, Fab RY79-90 likely acts as a molecular imprint of a specific structural state of 
Nter-BsRNaseY and the Fab RY79-90/peptide complex could mimic the interaction of a 
microdomain of Nter-BsRNaseY with one of its cellular partners within the degradosome 
complex.  In future studies, Fab13F6-1-2 could be used as a tool to induce a specific fold to 
disordered Nter-BsRNaseY. 
 
 
MATERIALS & METHODS 
 
Production, purification and characterization of the Fab fragment 
The sequence of B. subtilis RNase Y was analyzed by the Abmart Company (Shanghai, 
China) using the SEAL
TM
 algorithm designed for identifying protein fragments most 
susceptible to yield monoclonal antibodies. Among the six antigen peptides identified for 
immunization optimization, peptide 79-90 (ERRNELQKQENR) was chosen for monoclonal 
antibody production in mice ascitic fluid. The IgG (IgG2b, ) was produced and purified on a 
Protein A affinity column (Abmart) and stored in 50 mM Tris, 100 mM Glycine pH 9, 0.5% 
ProClin 300 (Sigma-Aldrich). The Fab was generated by papain digestion of the antibody at 
37°C in 20 mM sodium phosphate, 274 mM NaCl, 5.4 mM KCl pH 7.4, 1.25 mM EDTA, 
1.25 mM 2-mercaptoethanol using a 0.5 % papain to antibody ratio (w/w) for 5 hours. 
Undigested IgG and Fc fragment were removed by HiTrapQ anion exchange chromatography. 
The Fab purity was analyzed on an HPLC BioSec-3 column, dialyzed against 200 mM NaCl, 
5% glycerol and concentrated to 6.5 mg/ml.  
 
Sequence determination 
Sequencing of the light and heavy chains was performed by ProMab Biotechnologies Inc, 
Richmond, CA (USA). Total RNA was extracted from 100,000 hybridoma cells and, using 
PCR methods and a mixture of constant region sequences, the scFv region was amplified for 
cloning and sequencing. The sequence of the variable light chain could not be determined by 
this method, probably because of its very rare Vx isotype.  Molecular replacement using 
various antibodies of known structure identified antibody Fab13F6-1-2 (PDB code 2QHR) as 
the best model for both the Fv and the CL-CH1 dimer 
24
. Mass spectrometry analysis of the 
lower molecular mass protein band of Fab on a SDS-PAGE gel under reducing conditions 
confirmed that the amino acid sequence of Fab light chain shares only 3 amino acid sequence 
differences with Fab13F6-1-2. 
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Expression and purification of Nter-BsRNaseY and BsRNaseY 
The coding sequence of the BsRNaseY gene starting with amino acid K26 (thus lacking the N-
terminal transmembrane domain) was PCR-amplified from chromosomal DNA of strain SSB1002, a 
wild-type B. subtilis laboratory stock strain derived from strain 168, using oligonucleotides HP1182 
(5’ TGATTCACTCATATGAAAACCATTGCCGAAGCGAAAATTGCG) and HP116 (5’ 
AGCTAGGATCCTTAGTGATGATGATGATGGTGTTTTGCATACTCTACGGCTCGAGTC). The 
1.5 kb PCR fragment containing the 6xHis-tag sequence at the 3’ end was inserted as an NdeI-BamHI 
fragment into the T7 expression vector pKYB1 plasmid (New England Biolabs) cleaved with NdeI 
and BglII. Recombinant plasmids from E. coli JM109 were then transformed into E. coli BL21(DE3) 
star codon⁺ competent cells. One colony was used to inoculate 200 ml of Luria Broth medium 
supplemented with kanamycine (25 µg/ml) and chloramphenicol (30 µg/ml).  
For the Nter-BsRNaseY construct, the sequence of the BsRNaseY gene corresponding to amino acid 
V24 to N192 appended with a C-terminal hexahistidine tag was PCR-amplified from chromosomal 
DNA of strain SSB1002, a wild-type B. subtilis laboratory stock strain derived from strain 168, using 
the Sequence Ligation Independent Cloning method 
39
. The PCR fragment containing the 6xHis-tag 
sequence at the 3’ end was inserted as an NdeI-BamHI fragment into the T7 expression vector pET22b 
plasmid (New England Biolabs). The plasmid was then transformed into E. coli BL21(DE3) star 
codon⁺ competent cells. One colony was used to inoculate 200 ml of Luria Broth medium 
supplemented with ampicillin (50 µg/ml) and chloramphenicol (30 µg/ml).  
The precultures grown overnight at 37
◦
C at 180 rpm (0.5%) were used to inoculate 2 liters of LB 
medium supplemented with the same antibiotics. Cultures were grown at 37°C to an OD600 of 0.8. 
Expression was then induced at 23°C by addition of isopropyl--D-thiogalactopyranoside (IPTG) to a 
final concentration of 0.1 mM and incubation was extended overnight at 23°C. After centrifugation for 
10 min at 5000 rpm and 4°C, cells were stored at −80°C. 
 
 
Puification of Nter-BsRNaseY and BsRNase Y 
Cells were resuspended in 1.5 ml/g of 20 mM HEPES pH 7.5, 500 mM NaCl, 10% glycerol 
(buffer A) containing 20 µl/ml cOmplete
™
 Protease Inhibitor Cocktail (Roche), 10 mM β-
mercaptoethanol, 2 µg/ml of RNase A (Thermofischer), 1 mg/ml lysozyme, 0.25% Tween 20, 
and disrupted by sonication. Cells debris were removed by ultracentrifugation at 100,000g for 
1h at 4°C. The supernatant was loaded on a 15 mL Ni-NTA Superflow column (Qiagen) 
equilibrated in buffer A containing 20 mM imidazole, 0.25% Tween 20. The column was 
washed with 70 mM imidazole and eluted with 200 mM imidazole in buffer A. Fractions 
containing the proteins were then loaded at 2.5 mg/ml (BsRNaseY) or 4.5 mg/ml (Nter-
BsRNaseY) on a Superdex 200 26/60 PG column (GE Healthcare) in buffer A. Protein elution 
was followed by the optical density at 230 nm because of the rarity or absence of aromatic 
residues in the BsRNaseY and NterBsRNaseY sequences. After concentration to 5 mg/ml, 
using Amicon concentrators (30 kD cutoff, Milllipore), proteins were aliquoted, frozen in 
liquid nitrogen and stored at -80°C.  
 
Crystallization of the Fab79-90/peptide complex 
Fab79-90 (5 mg/ml) was mixed with the peptide in a 1:1.2 ratio. Crystals were grown in 16 % 
PEG 4000, 0.2 M MgCl2, 0.1 M Tris pH 8.5, then flash cooled in a nitrogen stream at 100K in 
the same solution containing 20% glycerol.  
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X-Ray Data Collection and Structure Determination 
 Diffraction data were recorded on PX1 beamline at the SOLEIL synchrotron. Data were 
processed with XDS (Table 1). The structure was solved by molecular replacement with 
PHASER using as models the Fv and the CL-CH1 dimer of Fab 13F6-1-2 (PDB code 2QHR), 
which belongs to the IgG2a,  class. The atomic model was refined alternating cycles of 
model reconstruction with COOT and refinement with BUSTER. The final refinement 
statistics are given in Table 1. Figures were drawn with PYMOL. ThrL51 in CDRL2, which 
lies in the disallowed region of the Ramachandran plot, belongs to a  turn, as commonly 
observed in all antibody structures. 
 
Determination of the dissociation constants for the Fab/BsRNaseY, Fab/Nter-
BsRNaseY,  and Fab/peptide complexes 
The Kds were estimated by a competitive ELISA assay, as described previously 
28
. In this 
method, the antibody at constant concentration is first incubated in solution with the antigen 
at various concentrations until the equilibrium is reached. Then, the amount of unbound 
antibody is measured by a classical indirect ELISA test.  
 
First, calibration curves were set up in duplicate to ensure that the antibody concentration 
used is in the linear range of the ELISA response and only a small fraction of the total free 
antibody in solution is retained on the plate. To this end, 96-well plates were coated with 0.5-
4 nM BsRNase Y, 5-40 nM Nter-BsRNaseY or 2-16 nM peptide in PBS buffer pH 7.4 and 
incubated overnight at 4°C. Then, the plates were saturated with 250 µL of 3% BSA, 3% 
Milk in PBS pH 7.4, 0.05% Tween 20 at 37°C for one hour. After three washes with 20 mM 
HEPES pH 7.5, 150 mM NaCl, 10% glycerol, 0.05% Tween 20, antibody at various 
concentrations (0.5 to 60 nM) was dispensed into the wells. After incubation for one hour at 
25°C, the wells were washed three times and 100 µL of peroxidase-labeled anti-mouse IgG 
antibody (Sigma Aldrich®) at a dilution of 1:4000 in 20 mM Hepes pH 7.5, 150 mM NaCl, 
10% glycerol and 10 mg/mL BSA was added to each well. After 1 hour incubation at 25°C, 
plates were washed five times and 100 µL of tetramethylbenzidine (Sigma Aldrich®) was 
added to each well. After incubation for 10 min in the dark, the reaction was stopped by 
adding 1 M sulfuric acid, and absorbance at 450 nm, which should be proportional to the 
concentration of free antibody, was measured. 
 
Second, the concentration of free antibody in a series of solutions preincubated with various 
concentrations of the different antigens was determined in triplicate. The binding equilibria 
were carried out in 20 mM Hepes 7.5, 150 mM NaCl, 10% glycerol, 10 mg/mL BSA 
overnight at 25°C with the antibody at a fixed concentration (7.6 nM, 1.5 nM and 3.8 nM for 
the complexes with BsRNaseY, Nter-BsRNaseY or the peptide, respectively), and 31.25, 
62.5, 125, 250, 500, 1000 nM BsRNaseY, 0.025, 0.05, 0.1, 0.2, 0.4 et 0.8 nM Nter-
BsRNaseY or 0.031, 0.063, 0.125, 0.250, 0.5, 1 nM peptide. Antibody–antigen mixtures were 
transferred into a 96-well plate previously coated overnight with 2 nM BsRNase Y, 40 nM 
Nter-BsRNaseY or 16 nM peptide in PBS buffer pH 7.4, saturated and washed as described 
above. After incubation at 25°C for 30 min for the antibody–BsRNaseY complex or 10 min 
for the antibody–Nter-BsRNaseY complex and antibody–peptide complexes, the 
concentration of free antibody was determined by the indirect ELISA test described above. 
The results were plotted using a Scatchard plot as described 
28
, the slope being equal to -1/KD 
and the y-axis intercept point to 1/KD. 
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SAXS data collection and analysis 
SAXS data were collected on beam line SWING of the SOLEIL synchrotron. The Fab (in 200 
mM NaCl, 5% glycerol buffer) and Nter-BsRNAseY (20 mg/ml in 20 mM HEPES pH 7.5, 
500 mM NaCl, 5% glycerol) were injected at 20 mg/ml onto an BioSEC3 column (Agilent) 
equilibrated in 20 mM HEPES pH 7.5, 150 mM NaCl, 5% glycerol. The complex sample 
(2Fab:Nter-BsRNaseY ratio) was injected after incubation for 30 min.  Scattering data were 
recorded on the eluted peak and processed using FOXTROT 
40
. The gyration radius was 
calculated by the Guinier approximation using PRIMUS from the ATSAS suite 
41
. The 
GNOM program from the ATSAS suite was used to calculate the pair distance distribution 
function P(r) and Dmax. Ab initio shape reconstruction of BsRNAseY dimer was performed by 
20 independent DAMMIF 
42
 runs averaged using DAMAVER 
43
 and further refined with 
DAMMIN 
44
. 
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Figure legends 
 
Figure 1: Selection of a monoclonal antibody induced against a 12-residue peptide of Nter-
BsRNase Y. A Alignment of sequences of the N-terminal domain of RNases Y from B. subtilis, 
Staphylococcus aureus, Streptococcus pyogenes, Listeria monocytogenes, Clostridium perfringens, 
Lactoccus lactis, Borrelia burgdorferi, Leadbetterella byssophila was performed with Clustal Omega 
45
 and rendered with ESPript 
46
. B Denaturing immunoblotting gel 1 : 10 µg crude extract; 2-4 : 
BsRNaseY after Nickel chromatography :10 ng (2), 100 ng (3)  and 1µg (4). C Formation of the 
BsRNaseY/Fab RY79-90 complex. BsRNaseY was incubated with Fab 79-90 at different ratios and 
deposited on a 4% native retardation gel. 1 : Fab alone (2 µg); 2 : BsRNaseY dimer alone (2 µg) 
3 :Fab/BsRNaseY mixture. 0.1 (3), 0.25 (4), 0.5 (5), 0.75 (6), 1 (7), 2.5 (8), 5 (9), 7.5 (10), 10 (11), 
12.5 (12) and 15µM (13) Fab79-90. 
 
Figure 2: Determination of the dissociation constants (KD) for the complexes of IgG RY79-90 
with BsRNaseY (A) or the inducing peptide (B). The Scatchard plot representation (Y= 1/KD (1 - X) 
with X and Y defined below) was used to fit the data and determine the dissociation constant for each 
complex. X = (A0 – A)/A0 and Y = ((A0-A)/A0)/[C – CAc*((A0-A)/A0)]. A0 is the measured absorbance 
for antibody alone, A is the absorbance measured for each mixture, C is the initial antigen 
concentration and CAb is the fixed antibody concentration.  
 
Figure 3: SAXS analysis of the Nter-BsRNAseY complex. 
A Normalized Kratky plots of Fab RY79-90, Nter-BsRNAseY, and their complex shown in black, 
blue and red, respectively. B Pair distance distribution function p(r) of Fab RY79-90, Nter-
BsRNAseY, and their complex shown in black, blue and red, respectively. 
 
Figure 4: Recognition of the inducing peptide by Fab RY79-90.  
(A) Location of the peptide at the VL/VH interface in the active site of Fab RY79-90. The ligand is in 
yellow and CDRL1, CDRL2, CDRL3, CDRH1, CDRH2, and CDRH3 are colored violet-purple, pink, 
magenta, orange, red and brown, respectively. B Details of the interactions between Fab RY79-90 and 
the inducing peptide. The residues that directly interact with the peptide are represented as sticks and 
colored according to the CDR. H-bonding interactions are indicated as dashes. C Stereoview of Fo-Fc 
electron density map, calculated by omitting the peptides and a 1.8-Å spherical region around them, is 
contoured at the level of 2.0  and superimposed on the active-site structure.  
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Table 1: Data collection and refinement statistics
a
 
 
 Fab79-90/peptide complex 
Data collection  
Wavelength (Å) 0.9793 
Space group P21212 
Cell dimensions  
    a, b, c (Å) 98.68, 130.45, 72.05 
 ()  90, 90, 90 
Resolution (Å)
 a
 50-2.60 (2.75-2.60) 
Rmerge
 a
 0.096 (4.76) 
Rpim
 a
 0.030 (1.44) 
I/(I) a 13.2 (0.9) 
CC1/2
 a 
0.986 (0.463) 
Completeness (%)
a
 99.8 (99.7) 
Redundancy
 a
 8.7 (8.6) 
  
Refinement  
Resolution (Å) 46.1-2.6 (2.69-2.6) 
No. reflections  
Rwork / Rfree 0.222/0.257 (0.232/0.302) 
No. atoms  
    Protein 6512 
   Peptide 222 
    Water 225 
B factors (Å
2
)  
    Protein 84.9 
    Peptide 89.2 
    Water 71.7 
R.m.s. deviations  
    Bond lengths (Å) 0.008 
    Bond angles () 1.19 
a 
Values in parentheses are for highest-resolution shell. 
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Figure 4 
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Supplementary  Figures 
Figure S1: Amino acid sequences of the VL and VH domains of Fab79-90 and Fab13F6-1-2 and 
their likely corresponding germline genes. Dots denote sequence identity to Fab79-90. H denotes 
the heavy chain and L the light chain. Sequence numbering and CDR definitions (indicated in bold) 
follow Kabat nomenclature. The likely germline sequences are indicated below the sequence of the 
antibodies. 
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Figure S2 : Analysis of Fab RY79-90, Nter-BsRNaseY  and their complex by SEC-SAXS. A X-
ray scattering curves of Fab alone, Nter-BsRNaseY and their complex, in black, blue and red, 
respectively. B Guinier plot of Fab alone. C Guinier plot of Nter-BsRNaseY alone. D Guinier plot of 
the Fab/Nter-BsRNaseY complex.  
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Figure S3: Overall view of the Fab RY79-90/peptide complex. A Overall view of the two Fab 
molecules in the asymmetric unit (colored pink and magenta) with the peptides drawn as green coils. 
B Overall view of the peptide in the combining site of Fab RY79-90. The molecular surfaces of the 
VL and VH chains are shown in cyan and green, respectively.  
 
A 
 
B 
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Figure S4: Comparison of structures of antibodies with vx light chain in complex with peptide. 
A Stereo view of the superposition of the complexes of Fab RY79-90 and Fab 13F6-1-2 with their 
respective peptides. The colors for Fab RY79-90 are as in Figure 4 and the CDR loops of Fab 13F6-1-
2 are in grey, with the peptide shown as an orange cartoon.  B Stereo view of the superposition of the 
complexes of Fab RY79-90 and Fv MW1 (PDB code 2OTU) with their respective peptides. The 
colors for Fab RY79-90 are as in Figure 4 and the CDR loops of v MW1 are in grey, with the peptide 
shown as an orange cartoon. 
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Although RNase Y acts as the key enzyme initiating mRNA decay in many Gram positive bacteria, its 
three-dimensional structure remains unknown. Bioinformatic analysis had predicted that its N-terminal 
domain (NTD) would be intrinsically disordered. Here we show that the NTD can be produced as a 
stand-alone protein and provide experimental evidence by SAXS, CD and NMR that it undergoes 
conformational changes between a monomeric and dimeric forms that can be described as molten 
globules with some regions organized in -helices. 
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Introduction 
 
In bacteria, gene expression in response to different environmental conditions is controlled by the 
fluctuation of transcript abundance [1-3]. The rapid mRNA turnover rate in bacteria (average half-life 
of several minutes) relies on the synthesis and degradation rates of each mRNA. RNases, responsible 
for RNA degradation, can be either very specific for their RNA substrate, or involved in bulk RNA 
turnover. The major RNases involved in bulk RNA turnover generally form multi-protein complexes 
for efficient and regulated degradation that are called RNA degradosomes [4]. Whereas most RNA 
synthesis machinery is similar in Gram-positive and Gram-negative bacteria, the machinery for bulk 
RNA degradation is quite different. The well-studied hydrolytic endoribonuclease RNase E plays a 
major role in mRNA degradation and RNA processing in Escherichia coli [5], whereas RNase Y is 
one of the key enzymes directing RNA metabolism in Bacillus subtilis [6] as well as other low-GC 
Gram positive species [7], including many pathogens [8-10]. In particular, RNase Y was shown to be 
necessary for the full virulence of medically important Gram-positive bacterial pathogens [8,11]. 
Studying the function and structure of RNase Y is not only crucial to understand RNA metabolism in 
the many eubacteria that, unlike E. coli, do not rely on RNase E-based strategies of RNA 
degradation/maturation, but also to consider whether RNase Y could be targeted for the development 
of new antimicrobial agents in the future since RNase Y orthologs do not exist in eukaryotic cells.   
Whereas RNase Y and RNase E share many functions [12], they display only low sequence similarity. 
RNase E (118 kDa) is composed of two major domains:  the N-terminal domain that bears the 
endoribonuclease activity [13-15] and the C-terminal scaffolding domain that organizes the RNA 
degradosome [4,16-18]. This latter domain is intrinsically unstructured and unlikely to be extensively 
folded within the degradosome except for a few microdomains mostly involved in interactions with 
other components in the degradosome [19,20]. Indeed, although most of the C-terminal domain 
sequence is not much conserved among RNase E orthologs, some parts are more conserved than 
others: the first microdomain, called the membrane targeting sequence, forms an amphipathic helix 
that interacts with the membrane [21]. Other conserved microdomains ranging from 20 to 70 residues 
in size are binding sites for RNA substrates and other protein components of the degradosome [18]. 
In E. coli, RNase E forms the core of the degradosome, which in its minimal version includes 
polynucleotide phosphorylase (PNPase), the ATP dependent DEAD-box RhlB RNA helicase (RhlB), 
and the glycolytic enzyme enolase [22].  Enolase is recruited into the degradosome through 
interactions with a small recognition motif. The crystal structures of enolase bound to its cognate site 
from RNase E (residues 833 to 850 at 1.6 Å resolution [23] or residues 823-850 at 1.9 Å resolution 
[24]) show that a single molecule of the RNase E peptide binds asymmetrically in a conserved cleft at 
the interface of the enolase dimer and suggest that enolase may help to organize an adjacent conserved 
RNA-binding motif in RNase E. Crystal structures of E. coli PNPase complexed with the recognition 
site from RNase E (residues 1021-1061) show that the homotrimeric PNPase binds RNase E on the 
periphery of its ring-like architecture via a sheet–strand interaction [25]. Finally, the location of the 
interaction sites between RNase E and RhlB were analyzed using limited protease digestion, domain 
cross-linking and homology modeling [26]. These data indicated that RhlB recognizes a segment of 
RNase E that is no greater than 64 residues and it was proposed that their interaction stimulates the 
unwinding and ATPase activities of RhlB and that RhlB gains proximity to two RNA-binding sites on 
RNase E, with which it cooperates to unwind RNA. Although resident components of the complex 
appear not to be exchanged under normal growth conditions once they are engaged in the complex 
[27,28], the degradosome is believed to be a dynamic complex, capable of exchanging components 
under certain conditions. Altogether, these studies suggest that the carboxy-terminal domain of RNase 
E acts as a flexible tether of the degradosome components. 
Contrary to RNase E, the catalytic domain of RNaseY is located at the C-terminus [12]. The amino 
acids composition of the N-terminal domain of RNase Y from Bacillus subtilis (BsRNaseY) indicates 
that this domain is mostly charged and polar (70%), does not contain any aromatic residue and 
displays only a few hydrophobic residues (Figure 1A). An in silico study was previously performed 
[12]. The PONDR_FIT [29] and metaPrDOS [30] programs indicated a high disorder propensity 
spanning around 100 residues with a sharp decrease at about residue 190, which is slightly different 
from the IUPRED prediction (Figure 1A). Charge-hydropathy analysis [31] also clearly showed that 
the N-terminal domain of BsRNaseY has a distribution characteristic of intrinsically disordered 
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proteins. In addition, the COILS program [32] predicted the presence of a coiled-coil domain with the 
potential to form a leucine zipper, spanning residues 30 to 150. Altogether, this region is predicted to 
form a flexible coiled-coil-like structure that is also significantly disordered and able to adopt many 
different conformations [12]. Furthermore, the interaction of the isolated domains of RNase Y was 
analyzed by monitoring the restoration of adenylate cyclase activity upon interaction of the partners 
fused to the N- and C-terminal domains of Bordetella pertussis adenylate cyclase [12]. This study 
revealed that only the transmembrane and the putative coiled-coil domains showed self-interactions, 
suggesting that they were major contributors to the oligomerization of RNase Y.  
RNase Y has been proposed to participate, together with RNases J1 and J2, polynucleotide 
phosphorylase PNPase, helicase CshA and the glycolytic enzymes 6-phosphofructokinase and enolase 
in a multiprotein complex [33-37], similar to the RNase E-based degradosome in E. coli. It is likely 
that the N-terminal domain of RNase Y could be the key element for assembling a degradosome 
complex in B. subtilis, similarly to the C-terminal domain of RNase E in E. coli, and that it adopts a 
more ordered structure upon binding to its interaction partners. It has been shown that the interaction 
with the membrane through the N-terminal transmembrane region is required for the interaction of 
RNase Y with the other components in the degradosome in vivo [12].  
As no more information about the structure of the N-terminal domain of BsRNaseY has been reported, 
we decided to express and purify it as a stand-alone domain to analyze experimentally its behavior in 
solution and try to gain information about its function.   
 
RESULTS AND DISCUSSION 
The secondary structure of BsRNAse Y was appraised by the HCA (hydrophobic cluster analysis) 
method (Figure 1B) [38]. The HCA plot offers the best correspondence between the hydrophobic 
clusters (Figure 1B, in green) and the regular secondary structures. Examination of the HCA plot 
allows us to easily identify globular regions from non-globular ones and, in globular regions, to 
identify secondary structures. This method confirms the previous bioinformatic prediction that the N-
terminal domain of RNase Y should be intrinsically disordered and that it ends around residue 190 
[12].  
 
Nter-BsRNaseY diffuses as a non-globular molecule. 
The sequence corresponding to residues 24 to 192 (Nter-BsRNaseY) was then expressed as a highly 
soluble form and purified (Figure 2A). To evaluate the homogeneity of the Nter-BsRNaseY 
preparation and try to get a first experimental estimate of the size of the molecule, the protein was 
analyzed by Size Exclusion Chromatography (SEC) on a Superdex 200 column (Figure 2B). The 
complex was eluted as a reasonably symmetrical peak and had a larger Stokes radius than a globular 
protein of equal mass. Indeed, the deduced average partition coefficient Kav derived from the standard 
curve corresponds to an apparent molecular mass of 131 kDa, whereas the theoretical molecular 
weight of the monomer is 20.6 kDa. Thus, the SEC data indicate that Nter-BsRNaseY diffuses as a 
non-globular molecule. The elongated nature of the protein would cause it to elute earlier in size 
exclusion, with a consequent overestimation of its apparent molecular mass. 
 
The monomeric and dimeric forms of Nter-BsRNaseY are in rapid equilibrium 
The absolute molar mass of Nter-BsRNaseY in solution was then determined by Multiangle Laser 
Light Scattering coupled with Size Exclusion chromatography (SEC-MALLS), a technique that does 
not rely on the calibration of standards and assumptions of the globular state of the protein [39,40]. 
The chromatogram contains a major species eluting at 12.3 ml on a Superdex 200 increase column 
(Figure 2C). The close superposition of the LS and RI (refractive index) signals indicates a highly 
monodisperse sample. The measured hydrodynamic radius Rh was 4.33 ± 0.3 nm and the molar mass 
33.1 ± 1.1 kDa (Table 1). This mass value, intermediate between the expected value for a monomer 
and a dimer, suggests that the monomer and another oligomeric form of Nter-BsRNaseY are in rapid 
equilibrium. To confirm that this mass corresponds to Nter-BsRNaseY and not a protein contaminant, 
the sample was analyzed by MALDI-MS (Supplementary Figure 1). The spectrum shows a major peak 
with m/z=21,108 Da, 10,475 Da and 7028 Da, for the +1, +2 and +3 charged species, respectively, 
which gives on average a mass of 21,048 Da, a value very close to the theoretical mass of Nter-
BsRNaseY. To know whether the dimer assembly is formed by hydrophobic or electrostatic 
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interactions, the SEC-MALLS analysis of Nter-BsRNaseY was performed in the presence of 2M 
NaCl. As shown in Figure 2D, the measured mass of 40.66 ± 1.2 kDa corresponds to the dimer, 
indicating that dimerization operates via hydrophobic interactions that are favored at high salt 
concentration.  
 
Nter-BsRNaseY displays various extended conformations  
SAXS is a method complementary to crystallography and NMR that is widely used for studying the 
low-resolution structure of macromolecules in solution [41]. This method can provide insight into 
tertiary structure of biological macromolecules but also enables to distinguish ordered and disordered 
proteins [42-44]. In particular, SAXS is a well-suited tool to assess disorder in proteins and get insight 
into their structure ensembles [43,45,46]. The Guinier plot of SAXS data shows a nice concordance 
between the experimental points and the Guinier equation, which confirms the monodispersity of 
Nter-BsRNaseY in solution (Supplementary Figure 2A). The gyration radius Rg that monitors the 
extent of macromolecular elongation was estimated from the slope of the linear part of the Guinier 
plot at very small angles to be 5.63 nm (Supplementary Figure 2A) [47] and the maximum diameter of 
the molecule Dmax was determined to be 20 nm (Table 1). The Rg and Dmax values are much larger 
than the corresponding values expected for a spherical protein of n=169 residues (Rg ~ 3n 
1/3 
= 16.6 Å 
and Dmax ~2.6 x Rg = 43.1Å), indicating an elongated shape of Nter-BsRNaseY in solution. The 
Kratky plot, which is a representation of the scattering intensity I(q). q
2
 as a function of the scattering 
vector q [45], was used for a qualitative analysis of the protein scattering profile. The normalized 
Ktratky plot has no maximum, and it plateaus at high q values, indicating the presence of intrinsic 
disorder (Figure 3A). The probability distance distribution function p(r), which is a real-space 
representation of the distribution of all interatomic distances within the molecule [41], exhibits an 
asymmetric profile with a maximum at small distances (r ~ 25 Å) characteristic of an ensemble of 
elongated molecules (Figure 3B).  
 
Nter-BsRNaseY is a flexible molten globule  
NMR has emerged as a preeminent method to investigate the molecular structure of IDPs, despite the 
fact that their spectra are generally characterized by extremely low chemical shift dispersion [48]. To 
examine whether Nter-BsRNaseY is an ID domain, we recorded the (
1
H, 
15
N)-HSQC spectrum of N
15
-
labeled Nter-BsRNaseY (Figure 4, Supplementary Figure 3B), which provides correlations between 
nitrogen atoms and amide protons. The spectrum should contain a peak for each amino acid except 
proline over the 6.5-10 ppm 
1
H range if the protein adopts a tertiary structure.  Around a hundred 
narrow peaks, out of the 176 expected peaks, gather in the 8–8.5 ppm 1H region. The narrow chemical 
shift dispersion in the 
1
H dimension of the 
1
H-
15
N HSQC spectrum is characteristic of disordered or -
helices-forming residues. Other residues are either absent in the spectrum or have broad peaks 
signature, indicating that a conformational exchange between more or less folded conformers or 
oligomerization takes place.  
The SEC-MALLS results indicated that addition of salts shifts the oligomer equilibrium towards the 
dimeric form. Upon addition of 2M NaCl, a large number of peaks were broadened beyond detection 
in the (
1
H, 
15
N)-HSQC spectrum (Supplementary Figure 3C). This broadening is compatible with the 
formation of a larger system, probably a dimer, in agreement with the SEC-MALLS data. The 
remaining peaks, which mostly superimpose with the narrow peaks observed in the spectrum recorded 
at 200 mM NaCl, indicate that disordered segments are still present in the oligomeric form.  
To confirm that the native protein contains some ordered structural elements, its spectrum was 
compared to that of a denatured sample. The number of peaks observed under denaturing conditions (6 
M urea) was characteristic of a completely disordered protein (Supplementary Figure 3A). Thus, by 
comparison, the spectrum of the native protein is not that of a completely disordered monomer 
(Supplementary Figure 3B). Out of the 3 glycines present in Nter-BsRNaseY, Gly36 and Gly39 are 
located within the region potentially forming a coiled-coil and Gly105 is present in the region 
predicted to be intrinsically disordered (Figure 1). One of the glycine peaks of the (
1
H, 
15
N)-HSQC 
spectrum remains unchanged upon urea and salt titration, showing that its electronic environment does 
not change significantly (Supplementary Figure 3, top). This is compatible with a glycine in a highly 
solvent exposed, disordered region. On the contrary, the intensities of the two other glycine peaks vary 
significantly for the three conditions, with narrow resonances in urea that broaden in a 40 mM MES, 
175 
 
200 mM NaCl buffer and broaden even more in the presence of 2M NaCl. This behavior is compatible 
with the formation of a partially structured segment encompassing these two glycine residues, and 
possibly with the stabilization of a dimeric structure upon salt increase.    
 
Nter-BsRNaseY contains mainly -helices 
To confirm that Nter-BsRNAseY behaves as a molten globule [49], its secondary structure was 
analyzed by near-UV circular dichroism (CD) spectroscopy (Figure 5).  The CD spectrum clearly 
shows that the protein contains helices. A more qualitative analysis using the DICHROWEB 
algorithm indicates a content of around 50% of helices and 15% of disordered regions.  
 
CONCLUSION 
IDPs frequently function in protein interaction networks that regulate crucial cellular signaling 
pathways [50]. A common mechanism of action for natively unfolded proteins involves partial or 
complete folding upon interaction with a binding partner [51,52] and areas of residual structure in 
unfolded proteins can be critical to forming the initial site of interaction with a binding partner [52]. 
Disordered proteins can provide large and versatile surface area, enabling multiple interactions with 
other molecules [53]. Although DNA is one of the most common targets bound by unfolded proteins 
and many nucleic acid-binding proteins contain flexible extensions and loops thought to contribute to 
their chaperone activity, these domains have been little studied owing to their weak sequence 
conservation and conformational disorder [54,55].  
Although natively unfolded proteins are much less abundant among archaea and eubacteria (5%) than 
eukaryotes [56], a recent report has addressed the function of the bacterial Hfq protein that contains an 
ID domain [57]. The RNA chaperone Hfq is a major regulator of bacterial stress responses and 
virulence. It is required to protect small noncoding RNAs (sRNAs) and facilitate their interactions 
with mRNAs. It was shown that its intrinsically disordered C-terminal domain is not needed to 
stimulate RNA base pairing but rather contributes to the chaperone activity by accelerating the release 
of dsRNA. By altering the dynamics of Hfq–RNA interactions, the C-terminal domain of Hfq 
maintains normal sRNA levels in the cell and tunes the efficiency of specific sRNA regulatory 
pathways. 
The ID domain of RNAse Y may have a related function in modulating RNA interactions within the 
degradosome complex for the regulation of mRNAs degradation. We have shown here that Nter-
BsRNaseY can be isolated as a stand-alone protein and is not a completely disordered monomer but 
rather a molten globule organized as helices with unstructured regions, which is distributed between a 
monomeric and dimeric state. Coiled-coil domains are well known to be involved in the self-
interaction of many proteins [58]. Accordingly, BsRNAseY was previously predicted to form dimers 
with a high tendency to oligomerize and it was suggested that oligomerization is mediated by the N-
terminal domain [12]. The formation of higher oligomeric structures extends significantly the potential 
interaction interface for binding other proteins. In order to gain more precise insights into the 
structural and dynamic characteristic of the domain, free and bound to its partners, the next step will 
be the assignment of the backbone resonances of [
15
N, 
13
C, 
2
H]-Nter-BsRNAseY and the investigation 
of the evolution of the spectra upon binding its potential protein partners. These studies will help to 
reveal the oligomerization state of the ID domain of RNase Y within the degradosome complex and 
understand its function. 
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MATERIALS & METHODS 
 
Overexpression of Nter-BsRNaseY  
The sequence of the BsRNaseY gene corresponding to amino acid V24 to N192 (thus lacking 
the N-terminal transmembrane domain) appended with a C-terminal hexahistidine tag was 
PCR-amplified from chromosomal DNA of strain SSB1002, a wild-type B. subtilis laboratory 
stock strain derived from strain 168, using the Sequence Ligation Independent Cloning 
method [59]. The PCR fragment containing the 6xHis-tag sequence at the 3’ end was inserted 
as an NdeI-BamHI fragment into the T7 expression vector pET22b plasmid (New England 
Biolabs). The plasmid was then transformed into E. coli BL21(DE3) star codon⁺ competent 
cells. One colony was used to inoculate 200 ml of Luria Broth medium supplemented with 
ampicillin (50 µg/ml) and chloramphenicol (30 µg/ml). This preculture grown overnight at 
37
◦
C at 180 rpm (0.5%) was used to inoculate 2 liters of LB medium supplemented with the 
same antibiotics. Cultures were grown at 37°C to an OD600 of 0.8. Expression was then 
induced at 23°C by addition of isopropyl--D-thiogalactopyranoside (IPTG) to a final 
concentration of 0.1 mM and incubation was extended overnight at 23°C. Cells were 
centrifuged for 10 min at 5000 rpm and 4°C. 
 
Purification of Nter-BsRNaseY  
Cells were resuspended in 1.5 ml/g of 20 mM HEPES pH 7.5, 500 mM NaCl, 10% glycerol 
(buffer A) containing 20 µl/ml cOmplete
™
 Protease Inhibitor Cocktail (Roche), 10 mM β-
mercaptoethanol, 2 µg/ml of RNase A (Thermofischer), 1 mg/ml lysozyme, 0.25% Tween 20, 
and disrupted by sonication. Cells debris were removed by ultracentrifugation at 100,000g for 
1h at 4°C. The supernatant was loaded on a 15 mL Ni-NTA Superflow column (Qiagen) 
equilibrated in buffer A containing 20 mM imidazole, 0.25% Tween 20. The column was 
washed with 70 mM imidazole and eluted with 200 mM imidazole in buffer A. Fractions 
containing the protein were then loaded at 3.5-5 mg/mL, in two successive steps, on a 
Superdex 200 26/60 PG column (GE Healthcare) in buffer A. Protein elution was followed by 
the optical density at 230 nm due to the absence of aromatic residues in the Nter-BsRNaseY 
sequence.  
 
Culture and purification
 
of 
15
N-labeled Nter-BsRNaseY  
A preculture in 200mL of LB medium, supplemented with ampicillin (50 µg/ml) and 
chloramphenicol (30 µg/ml) and grown overnight at 37
°
C at 180 rpm, was used (0.5%) to 
inoculate one liter of minimal medium (M9) containing 
15
N-labeled NH4Cl and supplemented 
with 2 mM Mg2SO4, 20% Glucose, 10 µM CaCl2, 5 mg/mL thiamine and antibiotics as in the 
preculture. Cultures were grown at 37°C to an OD600 of 0.8. Expression was then induced at 
23°C by addition of isopropyl--D-thiogalactopyranoside (IPTG) to a final concentration of 
0.1 mM and incubation was extended overnight at 23°C. Purification by affinity 
chromatography was done as previously described, except that 40 mM MES pH 6.8, 200 mM 
NaCl (buffer B) was used for SEC. After analysis for purity on a Superdex 200 10/300 GL 
increase column, unlabeled and 
15
N-labeled Nter-BsRNaseY were finally concentrated to 10 
mg/ml (480 µM) using Amicon concentrators (30 kD cutoff, Milllipore), then aliquoted, 
frozen in liquid nitrogen and stored at -80°C.  
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Static Light Scattering  
15
N-labeled Nter-BsRNase Y was analyzed using a SEC-MALLS/UV/RI/quasi-elastic light 
scattering Wyatt instrument. 100 µl at 10.5 mg/ml was injected, and separation was 
performed using a Shimadzu liquid chromatography system (Prominence) equipped with a 
Superdex 200 10/300GL increase column before light-scattering measurements. Isocratic 
elution was performed at a flow rate of 0.5 ml/min in 40 mM MES, pH 6.8, 200 mM NaCl, at 
25°C. Light scattering was monitored using a mini DAWNTM TREOS system equipped with 
a quasi-elastic light scattering module (Wyatt Technology, Santa Barbara, CA) and 
refractometer (OptilabrEX, Wyatt Technology). The concentration of the molecule in solution 
was determined using a specific refractive index increment (dn/dc) of 0.168 ml/g at 658 nm. 
The absolute refractive index of the solution was measured using the refractive index detector. 
The light scattering detector was calibrated with toluene. The detector was controlled and the 
data were analyzed using the ASTRA V software (version 5.3.4.20; Wyatt Technology). 
 
SAXS data collection and analysis  
SAXS data were collected on beam line SWING of the SOLEIL synchrotron. The protein 
sample (20 mg/ml in 20 mM HEPES pH 7.5, 500 mM NaCl, 5% glycerol) was injected onto 
an BioSEC3 column (Agilent). Scattering data were recorded on the eluted peak and 
processed using FOXTROT [60]. The gyration radius was calculated by the Guinier 
approximation using PRIMUS from the ATSAS suite [61]. The GNOM program from the 
ATSAS suite was used to calculate the pair distance distribution function P(r) and Dmax.  
 
Circular dichroism (CD) spectroscopy 
CD spectra were recorded using a JASCO J-810 CD spectropolarimeter equipped with a 
sample cell 
temperature control unit (PFD 423S/L Peltier). All measurements were collected at 25°C in a 
0.1 mm path-length quartz cuve over the 180-260 nm spectral range. The spectra consisted of 
an average of five scans acquired at a speed of 50 nm/min, with a time response of 1s for a 1.0 
nm band-width. Non-denatured Nter-BsRNaseY (190 μM) was examined in 40 mM MES pH 
6.8, 200 mM NaCl, 5 % D2O.). For each spectrum, the buffer contribution was subtracted and 
the signal normalized to protein concentration for converting the results to molar ellipticity 
per residue units (MER). The DICHROWEB algorithmn [62] was used for CD spectrum 
deconvolution using the CDSSTR method with reference data set 7 [63]. 
 
NMR experiments  
NMR samples of 
15
N-labeled (190 mM) Nter-BsRNAseY were prepared in MES buffer (40 
mM, pH 6.8, 200 mM NaCl) in H2O/D2O (9.5:0.5) for the reference condition. MES buffer 
was supplemented by 6 M urea or NaCl was increased to 2 M for experiments at high urea 
and high saline concentrations, respectively. NMR spectra were collected at 298K on a 
Bruker AVANCE III HD 950 MHz equipped with TCI cryoprobes. 
1
H-
15
N correlation 
experiments were collected using the SOFASTHMQC pulse sequences [64]. Data processing 
and analysis were performed using Topspin ® 3.5 and CCPNMR softwares [65].  
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Table 1. Biophysical parameters of Nter-BsRNaseY 
 
Method Parameter Nter-BsRNaseY 
SEC-MALLS Molecular mass (kDa) 33.1 ± 1.1  
 Rh (nm) 4.3 ± 0.3  
SAXS Rg (nm) 5.63  0.05 
 Dmax (nm) 20.0 
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Figure legends 
 
Figure 1: Secondary structure analysis of BsRNaseY. A Bioinformatics analysis of Nter-
BsRNAseY amino acid sequence (Top). The amino acid sequence of Nter-BsRNAseY (buttom) is 
shown with the disorder propensity, as calculated by IUPRED [66]. Glycine are represented by purple 
bars or in bold. The most flexible regions are highlighted in green. B Hydrophobic Cluster Analysis 
plot of BsRNaseY. This method is based on the use of a bidimensional HCA plot, in which the protein 
sequence is written as an -helix displayed on a cylinder with 3.6 residue per turn. The cylinder is cut 
along the horizontal axis, unrolled and repeated to recreate the full environment of each amino acid. 
Hydrophobic amino acids (colored green) gather into clusters (encircled), whose form is generally 
indicative of the type of secondary structure: vertical clusters are often associated to -strands and 
horizontal ones to-helices. Special symbols are used for proline (red star), threonine and serine 
(square and dotted square) and glycine (black diamond). 
 
Figure 2: Molecular mass determination of Nter-BsRNaseY.  A Purification of Nter-BsRNaseY 
analyzed on a 12% SDS-PAGE gel. 1 and 7: molecular weight standards commercial standards 
(BioRad n° 151-1901): Tyroglobulin (670 kDa), -globulin (158 kDa), Ovalbumin (44 kDa), 
Myoglobin (17 kDa), and Vitamin B12 (1,36 kDa); 2 and 3: cells before and after IPTG induction; 4: 
Pellet; 5: Supernatant; 6: after Nickel affinity column; 8: after first size exclusion chromatography. B 
Chromatographic profile of Nter-BsRNaseY on a Superdex 200 26/60 PG column with the pooled 
fractions delimited by the two green arrows. The void volume V0 and elution volumes of molecular 
weight standards (in kDa) are indicated by red and black arrows, respectively. C & D SEC-MALLS 
analysis of Nter-BsRNaseY in 40 mM MES pH 6.2 and either 200 mM NaCl (C) or 2M NaCl (D). 
Dashed and continuous curves, representing respectively the refractometer signal (dRI) and light 
scattering signals (LS), are plotted as function of the elution volume. The molar masses calculation 
curve is in orange. 
 
Figure 3: SAXS analysis of the Nter-BsRNAseY. A Normalized Kratky plot of Nter-BsRNAseY. B 
Pair distance distribution function p(r) of BsRNAseY dimer, indicating an elongated species.  
 
Figure 4: 
1
H, 
15
N-HSQC Spectrum of Nter-BsRNAseY (190 µM) in MES 40 mM pH 6.2, 200 mM 
NaCl, 10 % D2O collected at 298K on a Bruker AVANCE III HD 950 MHz spectrometer equipped 
with TCI cryoprobes. 
 
Figure 5: CD Spectrum of Nter-RNAseY. The CD Spectrum of the native protein (190 µM) was 
recorded in 40 mM MES pH 6.2, 200 mM NaCl, 10 % D2O. Plots with crosses and dots correspond to 
the experimental data or data fitted by the CDSSTR method, respectively. 
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Supplementary Figure 1: Analysis of 
15
N-labelled Nter-BsRNaseY by MALDI-MS 
 
  
 
  
Supplementary Figure 2: Guinier plot of Nter-BsRNAseY.  
 
 
 
       
 
 
  
 Supplementary Figure 3: (
1
H,
15
N)-HSQC spectra recorded at 950 MHz of Nter-BsRNaseY (190 
µM) in MES 40mM pH 6.8, 5% D2O in various salt conditions. A 200 mM NaCl, 6M urea. B 200 
mM NaCl (reference). C 2M NaCl. The top panels represent a superposition of the Glycine regions 
between spectra A and B (left), and spectra C and B (right). 
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Abstract 
The instability of mRNA is crucial for the control of prokaryotic gene expression. The recently 
discovered endoribonuclease Y is an important player defining RNA metabolism in many Gram 
positive bacteria. We have purified two catalytically active oligomeric forms of Bacillus subtilis 
RNase Y: a dimer and a soluble oligomer of high molecular weight. Characterization of these two 
forms by various biophysical methods indicates that the dimer, which adopts an elongated form, can 
associate to form an 8-membered ring complex of ~1 M Da with an inner tunnel that could be 
visualized by electron microscopy. 
Keywords: RNase Y, SEC-MALLS, SAXS, electron microscopy, oligomer 
 
Introduction 
Riboregulation in bacteria is an important aspect of gene expression control, especially in response to 
stress [1-3]. RNase Y is an endoribonuclease that acts as the key enzyme initiating mRNA decay in 
the Gram positive bacterium Bacillus subtilis. It is the only enzyme known, besides the RNA decay 
initiating RNase E from Escherichia coli, to significantly affect global mRNA half-life when depleted 
[4]. It is present in most low-GC Gram positive species [5], where it plays important roles in mRNA 
metabolism [2,6-8]. In B. subtilis, RNase Y likely initiates the decay of more than 1500 mRNAs [2,9-
11].  In particular, RNase Y is crucial for the turnover of all S-adenosylmethionine dependent 
riboswitches in B. subtilis [4] and has been implicated in the decay initiation of the rpsO mRNA 
(encoding r-protein S15) [12]. Moreover, this nuclease also affects the expression of the infC-rpmI-
rplT ribosomal operon (encoding translation factor IF3 and the ribosomal proteins L35, L20) [13]. 
Following the rate-limiting initial endonucleolytic cleavage, the resulting cleavage products are then 
degraded exonucleolytically by 3’ and 5’ exoribonucleases [2]. 
Bacillus subtilis RNase Y (BsRNaseY) shares important functional features with E. coli RNase E, 
despite both enzymes sharing no sequence similarity whatsoever [2]: 1) The cleavage specificity 
appears to be similar, consisting in a single stranded AU rich sequence close to a mRNA secondary 
structure. 2) The initial cleavage rate of RNase Y is stimulated 20-fold by a monophosphorylated 5’-
end of the substrate [4]. 3) BsRNaseY is localized at the cell periphery [14], consistent with the 
presence of a predicted N-terminal transmembrane domain. By comparison, E. coli RNase E contains 
a peptide with the propensity to form an amphipathic -helix that is necessary and sufficient for 
membrane binding [15]. 
RNase Y was the first discovered member of a new class of ribonucleases that constitute a subgroup 
within the superfamily of HD (His-Asp-containing phosphohydrolase) proteins [16] that combine the 
metal-chelating HD domain with the RNA-binding KH (ribonucleoprotein K homology) domain. It 
 has been shown that the conserved His and Asp signature residues of the HD domain are essential for 
the ribonuclease activity [4]. Very few structures of proteins containing both a KH and HD domains 
have been reported [17]. The potential interactions of RNase Y with other proteins could modulate the 
activity and/or specificity of RNase Y under varying metabolic conditions. In this context, it is likely 
that RNase Y interacts with its RNA and protein partners via its N-terminal domain, which is 
predicted to be intrinsically disordered [18]. In fact, RNase Y has been proposed to participate, 
together with RNases J1 and J2, polynucleotide phosphorylase PNPase and the glycolytic enzymes 6-
phosphofructokinase and enolase in a multiprotein complex [19-23] similar to the RNase E-based 
degradosome in E. coli. In addition, helicase CshA has been shown to bind BsRNaseY and was also 
suggested to belong to the B. subtilis degradosome complex [24]. However, the recruitment of RNase 
J1/J2 and possibly other enzymes into the RNase Y-based assembly appears to be highly dynamic as 
some of the proposed interactions have not been observed in other studies [25,26] and a RNase Y-
based degradosome has never been isolated without crosslinking.  
A full comprehension of the mechanistic details of the catalytic activity, including the 5’-end 
dependence of RNase Y, requires information that can only be provided by 3D structure 
determination. Conversely, the knowledge of how RNase Y functions at the atomic level would open 
the way for a detailed mutational analysis of the enzyme. Since the crystallization of BsRNaseY was 
not successful so far, we studied the conformation and structure of BsRNaseY by various biophysical 
techniques, including Multi-Angle Laser Light Scattering coupled with Size Exclusion 
Chromatography (SEC-MALLS) and SEC-coupled Small Angle X-ray Scattering (SEC-SAXS). Two 
catalytically active forms were obtained and the higher molecular weight form was further 
characterized by electron microscopy combined to image analysis of negatively stained specimen.  
Altogether, these studies indicate that the elongated dimeric form of BsRNAse Y is able to organize as 
a compact 8-membered ring 1 MDa complex with a radius of 10-13 nm containing an inner tunnel. 
 
Results  
 
Two oligomeric forms of BsRNaseY can be separated 
An RNase Y construct lacking the N-terminal transmembrane domain had previously been expressed, 
purified and analyzed by ultracentrifugation. Although a significant proportion of the protein seemed 
to be in an aggregated form, RNase Y formed a mixture of mostly dimers, but also some tetramers 
[18].  Here, we cloned and expressed in E. coli BsRNaseY, lacking the first 25 amino acids predicted 
to be inserted into the membrane [14,18] and appended with a C-terminal hexahistidine tag, as 
described in Material and Methods. The protein was purified by Nickel affinity (Fig. 1A) and size 
exclusion chromatography (Fig. 1B). At this stage, two oligomeric forms were separated and each one 
was loaded onto a second gel filtration column for further purification (Fig. 1C and D). As previously 
reported [18], the lower molecular weight form corresponds to a non-globular dimeric form. Indeed, as 
SEC fractionates proteins on the basis of their Stokes radius and not their molecular weight, the 
calculation of the molar mass using the eluted volume of molecular weight standards that assumes a 
globular form of the investigated protein cannot be used here. The higher molecular weight oligomer 
was conveniently named “oligomer” in the following. Both forms possessed similar ribonuclease 
activity for the yitJ riboswitch RNA substrate [4] (Supplementary Figure 1).  
 
The dimer adopts an extended conformation and the soluble oligomer of high molecular weight 
forms a compact assembly 
The oligomerization states of BsRNaseY in solution were further investigated by SEC-MALLS, a 
technique that does not rely on the calibration of standards and assumptions of the globular state of the 
protein [27,28]. Static light scattering, which measures the intensity of the scattered light as a function 
of angle, can be used to determine the absolute molecular mass using the Zimm formalism. The 
chromatograms of the dimer (theoretical mass of 57.1 kDa) and oligomer each contain a major species 
eluting at 11.1 ml and 9.5 ml, respectively, on a Superdex 200 and Superose 6 10/300 GL increase 
columns, respectively (Fig. 2). A molar mass of 105.3 kDa ± 1.0 kDa was measured for the main peak 
of the dimeric form, in reasonable agreement with the theoretical mass of 114.2 kDa expected for the 
BsRNAseY dimer (Table 1). The RI (refraction index) signal superimposed onto the LS (scattered 
 light) signal, which confirms that the dimer sample is monodisperse (Fig. 2A). The polydispersity at 
the peak summit of 0.268 mg/ml was low (1.027), and the hydrodynamic radius Rh value was 5.9 ± 
0.3 nm. The mass and Rh values indicate a highly elongated form for the dimer, with a friction 
coefficient f/f0 of 1.8. The oligomer sample was contaminated by a species of higher molecular weight 
and strong absorbance, eluting at 8.5 ml on a Superose 6 10/300GL increase column (Fig. 2B), that 
could not be eliminated by SEC. Yet, the molar mass measured for the main peak of the oligomer, 
which was defined by the summit of the MALLS and RI curves, was 987.0 ± 21.7 kDa with a 
polydispersity of 1.009 at the peak plateau of 0.024 mg/ml, and a Rh value of 12-14 nm (Table 1, Fig. 
2B).  A spherical particle with this molar mass is expected to have a radius of 6.6 nm [29], which 
indicates that the oligomer behaves as an elongated particule in solution. Assuming a partial specific 
volume of 0.73 cm
3
/g [29], the oligomer is calculated to occupy a volume of around 1,200,000 Å
3
, 
similar to that of the 50 S ribosomal subunit [30].  
 
To further examine the shape of the BsRNAseY dimer and oligomer in solution and assess whether 
the purified oligomer was an amorphous aggregate or ordered assembly, we recorded small-angle X-
ray scattering data [31,32] of the eluting peaks from a BioSEC3 column (Fig. 3) [33]. The scattering 
intensity profiles I(q) vs q, where I(q) and q are the scattering intensity and vector, show that both 
samples were monodisperse (Supplementary Figure 2). The gyration radius Rg that monitors the 
extent of macromolecular elongation was calculated from the slope of the linear part of the Guinier 
plots, ln(I(q)) vs q
2
 at very small angles (Supplementary Figure 2B & C) [34]. Rg values of 5.98 nm 
and of 10.15 nm were estimated for the dimer and oligomer, respectively (Table 1).  
The Kratky plots I(q).q
2
 vs q can be used to qualitatively identify disordered states and distinguish 
them from globular proteins [35]. The normalized Kratky plot of the dimer is characteristic of a folded 
protein with an extended conformation (Fig 3A, red curve)[32]. More structural information can be 
learned from the pair distance distribution function p(r), which is a real-space representation of the 
distribution of all interatomic distances within the molecule [31]. The p(r) function of the dimer 
displays a broad asymmetric shape with a clear maximum at small distances, which confirms the 
presence of a compact elongated species (Fig. 3B) [31,32]. The estimated maximum distance between 
atoms Dmax of 22 nm corresponds to the radius of the cross-section of the dimer [31].  
The normalized Kratky plot of the oligomer (Fig. 3A, black) is bell-shaped with a well-defined 
maximum and a normalized value near 1.104 at q.Rg of 1.732 indicative of a folded globular structure 
[36]. The p(r) distribution (Fig. 3C) is also characteristic of a globular particule with maximal 
dimension Dmax of 41.9 nm. Thus, the oligomer adopts a more globular conformation than the dimer.  
 
Structural models of the BsRNaseY dimer and oligomer 
To visualize the spatial organization of the BsRNAseY dimer, we performed ab initio shape 
reconstructions based on the SAXS p(r) function. As seen in Fig. 3D & E, the generated model for the 
dimer shows an extended molecule, 22.6 nm long and 6.8 nm wide, comprising two main domains, 
with χ2 of 0.675 between the model curve and the experimental data.  
To further assess the homogeneity of the oligomer sample and gain insights into its overall structure, 
we performed negative staining electron microscopy (EM). The micrographs show a homogenous 
sample of particles with globular form, which adsorb to the carbon support film in a limited number of 
preferred orientations (Fig. 4A). To examine in more details the particles from the electron 
micrographs, 7500 particles selected by hand were subjected to a reference free alignment and class 
assignment procedure in EMAN2 [37]. From the classification of the particle images into 32 classes, 
we kept the five best class-averages representing different views of the particles (Fig. 4B). The 
negative staining method creates stain clouds that surround the molecules, producing a strong contrast 
between the background and the particle [38]. The oligomer particles show a clear ring-like shape with 
an average radius of 10-15 nm and a central tunnel. In some classes (Fig. 4B, classes 0, 1, 5, 31; Fig. 
4C), an eight-membered ring shape for the oligomer is observed, which suggests C8 symmetry for the 
particles. Construction of an initial model gave a close match between the 5 best class averages and 
the final projection classes (Fig. 4C). 
 
 
 
 Discussion 
BsRNAseY was previously predicted to form dimers with a high tendency to oligomerize [18]. Here, 
we pursued the biochemical and biophysical analysis of the BsRNAseY dimer and provide the first 
characterization of a higher molecular weight form of BsRNAseY.  
RNAseY was predicted to contain an intrinsically disordered domain (IDD) at the N-terminus, which 
was assumed to mediate oligomerization since a bacterial adenylate cyclase two-hybrid assay 
indicated that this domain showed the strongest self-associations [18]. However, our SAXS data 
indicate that the normalized Kratky plot of the dimer is not characteristic of an intrinsically disordered 
protein (IDP) nor an IDD-containing protein (Fig. 3A). In contrast, the SAXS data indicate that the 
dimeric form is folded into an extended conformation. The elongated shape of the dimer is confirmed 
by the non-globular behavior of the dimer during SEC-chromatography as well as the friction 
coefficient calculated from SEC-MALLS data (1.8). A slightly different f/f0 coefficient of 1.4 had 
previously been determined from sedimentation velocity analytical ultracentrifugation experiments 
[18]. Rh, as measured by dynamic light scattering, is defined as the radius of an equivalent hard sphere 
diffusing at the same rate as the molecule under observation, whereas Rg is defined as the mass 
weighted average distance from the core of a molecule to each mass element in the molecule. Shape 
information is provided by the Rg/Rh ratio. When molecules deviate from globular to non-spherical or 
elongated structures, Rg/Rh tend to values upwards of 0.775 [39]. This is the case for the dimer with a 
Rg/Rh value close to 1 (Table 1). Altogether, these results confirm that the BsRNAseY dimer adopts 
an elongated conformation and show that the N-terminal domain within the dimer is less disordered 
than predicted, as a result of intra- or inter-molecular interactions.  
The oligomer, which could be separated from the dimer during BsRNaseY purification, appears to 
form a globular soluble complex. The three different methods that have been used to estimate the 
radius of the oligomer molecule, SEC-MALLS, SAXS and EM, converge to a value of 10-13 nm 
(Table 1). The Rg/Rh ratio of 0.779 for the oligomer is close to the 0.775 value characteristic for a 
globular protein. Single particle analysis of the oligomer complex observed by negative staining EM 
and construction of an initial model suggest that the oligomer has C8 symmetry and contains an inner 
tunnel. Oligomerization of the dimer as an octamer would give a molecular mass of 917 kDa, in close 
agreement with the value of 987 kDa for the oligomer obtained by SEC-MALLS. The discrepancy 
between the SAXS and EM models could be indicative of a different behavior of the studied particule 
in solution or on the EM grids, as previously reported in other cases [40]. 
  
The possible existence of an octameric ring assembly of BsRNaseY is reminiscent of the PNPase and 
exosome [41,42] structures. PNPases and exosomes are complexes containing 3’ to 5’ 
exoribonucleases that, like RNase Y, have important roles in processing decay and quality control of 
various RNA molecules [43,44]. The crystal structures of bacterial PNPases show a trimeric 
architecture with six RNase PH domains assembled into a hexameric ring-like conformation 
containing a central channel for RNA binding and degradation [45-47]. Human PNPase has the same 
architecture and is capped with a trimeric KH pore [48]. Interestingly, it has been reported that 
chloroplast PNPase elutes as a ~ 600 kDa homo-multimer enzyme complex that is distinct from a 
degradosome complex [49]. Current models for RNA degradation by PNPases propose that the RNA 
substrates are bound by the S1 domain and/or the KH domain and are further threaded into the central 
channel [48]. Similarly, the archaeal and human exosome cores contain nine proteins with six RNase 
PH-like proteins forming a hexameric ring-like structure and three S1/KH domain-containing proteins 
forming a pore at the top. Entrapment of the single-stranded RNA substrate in the central ~ 110 Å long 
and ~ 10-20 Å wide channel explains the processive degradation of extended RNAs [41,42]. A similar 
function of RNA binding and processing may possibly be attributed to the inner hole present in the 
BsRNaseY oligomer, which displays larger dimensions with a diameter of ~ 60 Å. This model fits to 
an exoendonuclease and could also explain the endonuclease activity because the dimensions of the 
hole are sufficient for RNA to be threaded through the hole until it reaches the endonucleolytic 
cleavage site. 
Because the BsRNaseY oligomer sample was homogenous, a vitrified sample is amenable to structure 
determination by cryo-EM. A higher resolution model is currently being constructed using this 
technique to confirm whether the architecture of BsRNaseY is similar to that of other RNA-degrading 
complexes.  
 Material and methods 
 
Cloning and overexpression of BsRNaseY.  
The coding sequence of the BsRNaseY gene, starting with amino acid K26 (thus lacking the N-
terminal transmembrane domain), was PCR-amplified from chromosomal DNA of strain SSB1002, a 
wild-type B. subtilis laboratory stock strain derived from strain 168, using oligonucleotides HP1182 
(5’ TGATTCACTCATATGAAAACCATTGCCGAAGCGAAAATTGCG) and HP116 (5’ 
AGCTAGGATCCTTAGTGATGATGATGATGGTGTTTTGCATACTCTACGGCTCGAGTC). The 
1.5 kb PCR fragment containing the 6xHis-tag sequence at the 3’ end was inserted as an NdeI-BamHI 
fragment into the T7 expression vector pKYB1 plasmid (New England Biolabs) cleaved with NdeI 
and BglII. Recombinant plasmids from E. coli JM109 were then transformed into E. coli BL21(DE3) 
star codon⁺ competent cells. One colony was used to inoculate 200 ml of Luria Broth medium 
supplemented with kanamycine (25 µg/ml) and chloramphenicol (30 µg/ml). This preculture (0.5%), 
grown overnight at 37
◦
C at 180 rpm, was used to inoculate 2 x 3 liters of LB medium supplemented 
with the same antibiotics. Cultures were grown at 37°C to an OD600 of 0.8. Expression was then 
induced at 23°C by addition of isopropyl--D-thiogalactopyranoside (IPTG) to a final concentration of 
0.1 mM and incubation was extended overnight at 20°C. After centrifugation for 10 min at 5000 rpm 
and 4°C, cells were stored at −80°C. 
 
Purification of two oligomeric forms of BsRNaseY. 
Cells were resuspended in 1.5 ml/g of 20 mM HEPES pH 7.5, 500 mM NaCl, 10% glycerol (buffer A) 
containing 20 µl/ml cOmplete
™
 Protease Inhibitor Cocktail (Roche), 10 mM β-mercaptoethanol, 2 
µg/ml of RNase A (Thermofischer), 1 mg/ml lysozyme, 0.25% Tween 20, and disrupted by sonication. 
Cells debris were removed by ultracentrifugation at 100,000g for 1h at 4°C. The supernatant was 
loaded on a 15 mL Ni-NTA Superflow column (Qiagen) equilibrated in buffer A containing 20 mM 
imidazole, 0.25% Tween 20. The column was washed with 70 mM imidazole and eluted with 200 mM 
imidazole in buffer A. Fractions containing the protein were then loaded at 4.5 mg/ml on a Superdex 
200 26/60 PG column (GE Healthcare) in buffer A. The two main peaks (called “dimer” and 
“oligomer”) were further purified individually by SEC. Protein elution was followed by the optical 
density at 230 nm because of the rarity of hydrophobic residues in the BsRNaseY sequence. The dimer 
was concentrated and loaded at 2.5 mg/mL onto a Superdex 200 26/60 PG column in buffer A. The 
oligomer was concentrated to 3 mg/ml and loaded onto a Superose 6 10/300 GL columns in buffer A. 
The dimer and oligomer were finally concentrated to 5 mg/ml, using Amicon concentrators (30 kD 
cutoff, Milllipore). Before being aliquoted, frozen in liquid nitrogen and stored at -80°C, the dimer and 
the oligomer were analyzed for purity on a Superdex 200 10/300 GL increase or a Superose 6 10/300 
GL columns in buffer A, respectively. 
 
Endonuclease activity of BsRNaseY dimer and oligomer.  
The catalytic activity of each form was tested with the yitJ mRNA substrate as described previously 
[4].  
Negative staining electron microscopy.  
For analysis using negative staining electron microscopy, the high molecular weight oligomer was 
freshly repurified on a Superose 6 10/300 GL gel filtration column in 20 mM HEPES pH 7.5, 100 mM 
NaCl, 10% glycerol and concentrated at 150 µg/ml. Samples were prepared using copper mashed grids 
covered with a thin film of carbon and made hydrophilic by glow discharge. A 3 µl drop of the protein 
diluted 1/3 in buffer without glycerol was deposited and left to adsorb on the grid for about 1 min. The 
drop was then blotted and washed twice on ultrapure water to avoid artefacts related to buffer 
composition. Finally, a drop of 2% uranyl acetate was added and left to adsorb for 30 sec, blotted and 
left dry before observation at the microscope. 40 images were collected at a nominal magnification of 
x 20,000 (image pixel size of 4.9 Å) and 1 sec exposure using a JEOL 2100 (200 kV LaB6) equipped 
with a camera Gatan US 1000 (2k x 2k). 7500 particles were peaked by hand and data were analyzed 
with EMAN2.2. 
 
 
 Static Light Scattering.  
The two oligomeric forms of RNase Y were analyzed using a SEC-MALLS/UV/RI/quasi-elastic light 
scattering Wyatt instrument. 100 µl of the dimer at 5.6 mg/ml or the oligomer at 2 mg/ml were 
injected, and separation was performed using a Shimadzu liquid chromatography system (Prominence) 
equipped with a Superdex 200 10/300GL increase column (dimer) or a Superose 6 10/300GL 
increase column (oligomer) before light-scattering measurements. Isocratic elution was performed at a 
flow rate of 0.5 ml/min in 20 mM HEPES, pH 8.0, 500 mM NaCl, at 17°C. Light scattering was 
monitored using a mini-DAWN TREOS system equipped with a quasi-elastic light scattering module 
(Wyatt Technology, Santa Barbara, CA) and refractometer (Optilab T-rEX, Wyatt Technology). The 
concentration of the molecule in solution was determined using a specific refractive index increment 
(dn/dc) of 0.183 ml/g at 658 nm. The absolute refractive index of the solution was measured using the 
refractive index detector. The light scattering detector was calibrated with toluene. The detector was 
controlled and the data were analyzed using the ASTRA 6.1 software (Wyatt Technology). 
 
SAXS data collection and analysis 
SAXS data were collected on beam line SWING of the SOLEIL synchrotron [33]. The protein 
samples (20 mg/ml in 20 mM HEPES pH 7.5, 500 mM NaCl, 5% glycerol) were injected onto a 
BioSEC3 column (Agilent) and data were recorded on the eluted peak. The scattering data were 
processed using FOXTROT [33]. The gyration radius was calculated by the Guinier approximation 
using PRIMUS from the ATSAS suite. The GNOM program from the ATSAS suite [50] was used to 
calculate the pair distance distribution function P(r) and Dmax. Ab initio shape reconstructions of the 
BsRNAseY dimer and oligomer were performed by 20 independent DAMMIF [51] runs averaged 
using DAMAVER [52] and further refined with DAMMIN [53]. 
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Table 1. Biophysical parameters of the BsRNaseY dimer and oligomer. 
Method Parameter Dimer Oligomer 
SEC-MALS Molecular mass (kDa) 105.3  1 987.0  22 
 Rh (nm) 5.9  0.3 13  1   
 Polydispersity 1.027 1.009 
SAXS Rg (nm) 5.98  0.42 10.15  0.24  
 Dmax (nm) 22.0 41.9 
EM Particle symmetry 
Molecular mass (kDa) 
- Octamer  
916.8 
 Particle radius (nm) - 10.0-15.0 
 
 
  
Figures legends 
Figure 1: Purification of the RNAseY dimer and oligomer. A Purification of BsRNaseY analyzed 
on a 12% SDS-PAGE gel. 1 and 2: cells before and after IPTG induction; 3: Pellet; 4: Supernatant; 5: 
Nickel affinity column; 6: First size exclusion chromatography; 7: molecular weight standards. The 
position of the BsRNaseY monomer is indicated in red. B Separation of two main oligomeric forms of 
BsRNase Y, corresponding to the fractions limited by the dashed green arrows, on a Superdex 200 
26/60 PG column (1: oligomer, 2: dimer). The void volume V0 and the elution volumes of molecular 
weight standards (in kDa) are indicated by red and black arrows, respectively. C Analysis of the dimer 
homogeneity on a Superdex 200 10/300 GL increase column. D Analysis of the oligomer homogeneity 
on a Superose 6 10/300 GL column. 
 
Figure 2: SEC-MALLS analysis of the BsRNAseY dimer (A) and oligomer (B). SEC-MALLS 
elution profiles of the dimer and oligomer. Dashed traces represent the signal recorded from the 
refractive index detector (RI) plotted as a function of the elution volume and dotted lines correspond to 
the scattered light recorded on the detector at 90°. The red trace indicates the molecular mass.  
 
Figure 3: SAXS analysis of the RNAseY dimer and oligomer. A Normalized Kratky plot of 
BsRNAseY dimer and oligomer shown in black and red, respectively. B Pair distance distribution 
function p(r) of BsRNAseY dimer, indicating an elongated species. C Pair distance distribution 
function p(r) of BsRNAseY oligomer, indicating a compact species. D Superposition of the 
experimental (black) and theoretical scattering curves (red) of the ab initio shape model of the 
BsRNAseY dimer. E Ab initio model of the BsRNaseY dimer.  
 
Figure 4: Structure of the BsRNaseY oligomer examined by single-particle electron microscopy. 
A Negative-stain electron micrograph of the BsRNaseY oligomer particles. A field of particles 
adsorbed onto a glow-discharged carbon grid was stained with 2% (w/v) uranyl acetate and processed 
for imaging. Particles are white on a dark background. Boxes (size 50 nm x 50 nm) used for 
particles picking are indicated in blue. B Classification of the BsRNaseY oligomer particles into 32 
2D class averages. C Adjacent pairs of images showing the 5 representative 2D class averages and the 
projections of the initial model. The octameric symmetry of one class is highlighted by red circles. D 
Initial model of the BsRNaseY oligomer.  
 Figure 1  
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Supplementary Figure 1: Activity tests of the BsRNaseY dimer and oligomer. 
Endonuclease activity test of BsRNAseY (10 pmoles) using the 5’ end-labelled 
monophosphorylated yitJ mRNA transcript (~200 bp). Cleavage of the mRNA substrate 
produces a major 52 nt fragment as well as other additional products. 1: 5’end-labelled 50 bp 
DNA ladder used as a size marker (Invitrogen); 2: control without enzyme; 3: Dimer; 4: 
Oligomer.  
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Supplementary Figure 2: Analysis of BsRNY by SEC-SAXS. A) X-ray scattering curves of 
the BsRNAseY dimer and oligomer, in red and black, respectively. B) Guinier plot of the 
BsRNAseY dimer. C) Guinier plot of the BsRNAseY oligomer. 
A 
 
B 
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 Mon projet d'étude structurale de la RNase Y était initialement basé sur la 
cristallographie des rayons X. Comme les différentes constructions réalisées n'ont pas 
cristallisées, je me suis tourné vers d'autres techniques biophysiques pour obtenir des 
informations structurales. Ainsi, les SEC-MALLS et le SAXS ont permis d'obtenir les masses 
molaires exactes des constructions et d'examiner l'état de structuration de ces formes. Les 
expériences de RMN devraient pouvoir être poursuivies sur le domaine N-terminal marqué 
(
15
N, 
13
C, 
2
H) de manière à identifier les zones en hélice de ce domaine et celles en interaction 
avec les protéines partenaires du dégradosome. La cryo-microscopie électronique devrait 
pouvoir résoudre la structure de la forme oligomérique en solution à basse résolution. Les 
premiers résultats de microscopie électronique en coloration négative ont montré que la 
RNase Y de B. subtilis peut adopter une organisation oligomérique sous forme d'un anneau 
constitué probablement de 8 dimères et possédant un tunnel central. D'autres complexes de 
dégradation de l'ARN sont organisés de la même manière. Par exemple, la polynucléotide 
phosphorylase (PNPase) est une 3'-exonucléase dont la structure a été résolue chez de 
nombreux organismes vivants dont l'homme
31,86–88
. Cette enzyme est organisée sous forme 
d'un trimère formant un tunnel au centre duquel l'ARN se fixe pour y être dégradé. De même, 
l'exosome, un complexe multiprotéique de dégradation des ARN à activité exonucléase, 
présent chez les eucaryotes mais également chez les archées, a une organisation en anneau 
avec un tunnel central
44,163
. Les complexes PNPase et exosome ont une activité exonucléase 
alors que la RNase Y possède une activité endonucléase. 
 Les questions qui se posent alors sont les suivantes : Est-ce que cette organisation 
oligomérique de la RNase Y existe in vivo ? Si oui, pourquoi la cellule a choisi cette 
organisation oligomérique pour la RNase Y ? Enfin, comment expliquer l'activité 
endonucléase à partir d'une organisation oligomérique en anneau de la RNase Y ? 
Voici quelques éléments de réponse. Tout d'abord, les structures cristallographiques de la 
PNPase et de l'exosome montrent un tunnel dont le diamètre est  d'environ 10-20 Å
31,87
,  ne 
permettant d'accommoder qu'une seule molécule d'ARN, ce qui explique l'activité 
exonucléase de ces enzymes (figure 5, annexe). Le tunnel observé à la surface de l'oligomère 
de la RNase Y sur les images de coloration négative possède un diamètre beaucoup plus gros, 
d'environ 50 à 65 Å. C'est peut être la grande dimension de ce tunnel qui pourrait expliquer 
que la RNase Y puisse lier l'ARNm dans différentes conformations afin d'effectuer le clivage 
endonucléolytique. Ensuite, la RNase Y est localisée à la membrane
131
 et l'absence de 
compartimentalisation dans la bactérie favorise peut être la formation de complexes de 
dégradation de façon à optimiser le renouvellement des acides nucléiques. De même, comme 
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nous l'avons mentionné dans l'introduction, la localisation de la RNase E à la membrane 
permet d'éviter une dégradation trop rapide de l'ARNm afin qu'il soit diffusé dans le 
cytoplasme après avoir été transcrit au niveau du nucléoïde. Après traduction, l'ARNm serait 
acheminé vers la membrane par des protéines liant l'ARN, comme la protéine Hfq, pour y être 
dégradé. 
 D'autre part, au sein du laboratoire d'Harald Putzer, il a été observé par microscopie à 
fluorescence que la RNase Y s'associe et se dissocie pour former des auto-assemblages de 
protéine à la membrane in vivo. Pour le moment, on ne comprend pas encore le rôle de ces 
foci de RNase Ydans la cellule mais il est possible que cette organisation de la RNase Y 
observée in vivo corresponde à celle observée in vitro en coloration négative. 
 Nous savons que la forme oligomérique de la RNase Y est active in vitro, maintenant 
il serait également intéressant de voir combien de molécule d'ARN sont liées par oligomère et 
savoir si l'ARNm se lie bien dans le tunnel. Cette étude est possible en utilisant des ARN 
marqués avec des nanobilles d'or
44
. En effet, par microscopie électronique, les molécules 
d'ARN seraient alors visibles en coloration négative.  
 
 D'après les résultats que nous avons obtenus en RMN, CD et SAXS concernant le 
domaine N-terminal de la RNase Y et des études montrant l'existence potentielle d'un 
dégradosome chez B. subtilis les questions suivantes se posent: Est-ce que ce domaine est 
bien impliqué dans des interactions avec des partenaires pour former un dégradosome chez B. 
subtilis, similaire à celui présent chez E. coli impliquant la RNase E ? Est-ce que ce domaine 
interagit avec l'ARN, comme c'est le cas pour le domaine ID de la RNase E ? Est-ce que 
l'hélicase CshA, la PNPase et l'énolase sont impliquées dans le dégradosome de B. subtilis ? 
La RNase Y est deux fois plus courte que la RNase E (520 résidus pour la RNase Y contre 
1061 pour la RNase E) ainsi que son domaine ID (160 résidus pour la RNase Y contre 560 
résidus pour la RNase E). Ces deux domaines sont prédits pour être déstructurés par le 
logiciel PONDR. De même que pour la RNase Y, la RNase E possèderait un domaine coiled-
coil entre les résidus 633-662 et 685-712, dont une partie interagit avec l'ARN (RBD)
83
. Il a 
été montré que le site d'interaction de l'hélicase RhlB se situe entre les deux domaines 
d'interaction avec l'ARN et juste après le domaine prédit en coiled-coil
75,83
. Nous savons 
qu'aucune structuration du site d'interaction de RhlB sur la RNase E n'a lieu lorsque RhlB se 
lie, via son domaine C-terminal. Cela a été montré par une étude faite en CD
83
. Notre étude en 
RMN et CD montre que le domaine N-terminal de la RNase Y possède une région 
déstructurée d'environ 70 acides aminés et une région organisée en hélice α. 
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Figure 1: A. Prédiction du désordre au sein de la séquence de CshA de B. subtilis par le 
programme PONDR. B. Prédiction de structure de type coiled-coil au sein de la séquence de 
CshA par le programme COILS. 
 
 
A 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
B 
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 Le domaine C-terminal de l'hélicase CshA ainsi qu'une partie du domaine RecA n°2 
sont prédits, via le serveur PONDR, pour être déstructurés (figure 1A) et nous savons que ces 
deux domaines sont impliqués dans l'interaction avec la RNase Y
146
. Par contre, le 
programme COILS ne prédit aucune structuration en domaine coiled-coil au sein de la 
séquence de CshA (figure 2B). Néanmoins, il est probable que CshA interagisse avec le 
domaine coiled-coil de la RNase Y via son domaine C-terminal prédit pour être déstructuré. 
Il est donc intéressant de tester l'interaction de cette hélicase avec le domaine N-terminal de la 
RNase Y en RMN. Cette étude utilisant le domaine N-terminal triplement marqué (
15
N, 
13
C, 
D2O) est en cours. Elle permettra de mettre en évidence une interaction entre les deux 
protéines, même faible. Si cette interaction existe, la comparaison des spectres RMN du 
domaine N-terminal seul et en présence d'hélicase permettra de déterminer quels acides 
aminés du domaine N-terminal de la RNase Y sont impliqués dans cette interaction. 
Ensuite, comme le domaine prédit en coiled-coil de la RNase E interagit avec l'ARN
83
, il 
serait intéressant également de regarder si le domaine N-terminal de la RNase Y interagit avec 
l'ARN. Nous pourrions tout d'abord déterminer s'il y a interaction avec l'ARN par gel retard.  
 Si l'ARN présente une affinité pour le domaine N-terminal seul, nous étudierons cette 
interaction du domaine N-terminal de la RNase Y marqué 
13
C, 
15
N, 
2
H avec l'ARN en RMN 
afin de déterminer les acides aminés de la RNase Y impliqués dans cette interaction.  
 Pour terminer, il est connu que les domaines KH sont des domaines très flexibles
138
. 
En effet la structure du domaine KH dans des cristaux de PNPase n'a pu être résolue car la 
densité électronique pour ce domaine n'était pas visible, ce qui prouve sa flexibilité
31
. Le 
motif conservé des domaines KH interagissant avec l'ARN (VIGxxGxxI) forme une boucle 
flexible lorsqu'il n'est pas en interaction avec l'ARN
138
. Cette flexibilité est probablement une 
des raisons pour laquelle les deux constructions courtes de la RNase Y que nous avons 
réalisées (189-436 et 189-520) ne sont pas solubles lorsqu'elles sont exprimées en absence de 
chaperonnes(figures 1, annexe).  
 Enfin, durant ce projet, des essais de protéolyse ménagée ont été réalisés avec la 
protéine de B. subtilis (∆1-23) portant une étiquette MBP (figure 2). La visualisation des 
produits après protéolyse ménagée à la chymotrypsine montre une série de bandes très 
proches les unes des autres entre 70 et 55 kDa et une bande nette à 25 kDa sur gel SDS-
PAGE. Après passage sur résine d'amylose permettant de retenir la MBP, seule la protéine de 
poids moléculaire 25 kDa n'était pas retenue sur la colonne. Sachant que l'étiquette MBP est 
située en N-terminal, la bande d'environ 25kDa pourrait correspondre aux régions HD et Cter 
de la RNase Y et la série de bandes entre 70 et 55 kDa pourrait correspondre a différents 
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clivages de la région N-terminale comprenant le domaine N-terminal et le domaine KH.Il 
serait donc intéressant de refaire une construction de la RNase Y ne contenant que les 
domaines HD et C-terminal afin de faire des essais de cristallisation. 
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Figure 2: Protéolyse ménagée à la chymotrypsine de la RNase Y (∆1-23) portant une 
étiquette MBP en N-terminal. Après digestion pendant 80 min à 25°C avec un ratio 
protéase:RNase Y de 1:2000, l'échantillon est chargé sur une résine d'amylose. (C= contrôle, 
protéine non digérée; puits 1= après protéolyse et avant passage sur la résine; puits 2 = 
fraction non retenue sur la résine; puits 3 = fraction éluée de la résine avec du maltose) 
 
Masses théoriques calculées avec Protparam : 
MBP-RNase Y (∆1-23) = 97 kDa 
HD-Cter = ~25-26 kDa 
MBP-Nter = ~60,5 kDa 
MBP-Nter-KH = ~71 kDa 
 
 
 
 
 
 
 
 218 
 Enfin, nous avons vu dans la partie III que des expériences de double hybride 
montrent que la PNPase semble interagir avec le domaine C-terminal de la RNase Y
50
. Une 
construction HD-Cter de la RNase Y marquée 
15
N, 
13
C, 
2
H pourrait servir à étudier 
l'interaction de ce domaine avec la PNPase par RMN.  
 La RNase Y semble donc avoir un mécanisme de reconnaissance de l'ARN et de 
catalyse complexe. Les expériences obtenues suggèrent que ce domaine N-terminal soit 
impliqué dans la reconnaissance de l'ARNm ainsi que de l'hélicase CshA et que la PNPase 
interagirait avec la partie C-terminal de la RNase Y, le domaine N-terminal de la RNase Y 
étant beaucoup plus court que le domaine C-terminal de la RNase E, il est difficile d'imaginer 
que l'ensemble des partenaires puisse interagir en même temps pour former le dégradosome, 
sauf si ces interactions sont transitoires. En effet, si les interactions sont de faibles affinités 
mais très spécifiques, on peut imaginer que les partenaires puissent venir chacun leur tour 
interagir avec le domaine N-terminal, assurer leurs fonction au niveau de l'ARN, puis se 
dissocier afin de laisser la place au partenaire suivant pour continuer la dégradation de l'ARN. 
L'ARNm viendrait se fixer au niveau de la RNase Y, puis CshA viendrait interagir avec la 
RNase Y pour déplier les structures secondaires de l'ARN et permettre le clivage 
endonucléolytique par la RNase Y. CshA laisserait ensuite la place à la PNPase pour venir 
dégrader les fragments en 3'. Les hypothèses demandent à être verifiées par l'expérience 
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ANNEXE 1 
 
 
Le principe du double hybride consiste à détecter une interaction entre deux proréines par 
reconstitution de l'activité adénylate cyclase. L'adénylate cyclase est constituée de deux sous-
unités (T25 et T18) . Pour détecter une interaction entre une protéine X et Y, nous allons 
fusionner par exemple la sous-unité T25 à la protéine X et la sous-unité T18 à la protéine Y. 
Lorsque les deux sous-unités T18 et T25 sont séparées, on perd l'activité adénylate cyclase. 
Lors de la co-expression des deux protéines X et Y chez E. coli ou chez la levure, si les deux 
protéines interagissent, cela va reconstituer l'activité adénylate cyclase et induire la 
transcription d'un gène rapporteur permettant de détecter visuellement sur les colonies de 
bactéries l'interaction des deux protéines X et Y
143
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Tableau des sites de clivages de la RNase E
36
 à gauche et des RNases Y et J à droite
28
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Liste des différentes classes d'antibiotiques existants à l'heure actuelle
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Liste des nucléases eucaryotes et procaryotes et de leurs fonctions dans la cellule 
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Abstract : 
Structural study of RNase Y, an endoribonuclease involved in messenger RNA 
degradation in Bacillus subtilis  
 
Keywords : Bacteria, mRNA, ribonuclease, oligomer, intrinsically diordered protein, SAXS, 
RMN, electron microscopy. 
 
 Messenger RNA decay and processing in bacteria involve a set of various 
ribonucleases (RNases). In Bacillus subtilis, a newly discovered endoribonuclease called 
RNase Y was shown to play a central role in mRNA decay by catalyzing the initial 
endonucleolytic cleavage reaction. Its action releases several RNA pieces that are more 
sensitive to degradation by exoribonucleases. Interestingly, although RNase Y presents a 
functional homology with E. coli RNase E, it does not bear sequence similarity with it and no 
known structural homolog has been found yet. 
 
 As Bacillus subtilis is a model of Gram positive bacteria, which includes several 
human pathogens (such as Listeria, Staphylococcus, Streptococcus, Clostridium species). 
Several bacterial species have developed antibiotics resistance like Methicillin-resistant 
Staphylococcus aureus (SARM) and RNases have recently been perceive as new therapeutic 
targets for new antimicrobial compounds determination. So understanding the mechanism and 
structure/function of this enzyme may help to design specific inhibitors with antibiotic 
properties. 
 
 The main project consists in producing and crystallizing various constructs of the 
protein, with the goal to solve their structure by X-ray crystallography. But all crystallization 
trials had never allowed to get crystals. RNase Y contains an intrinsically disordered domain 
at the N-terminus, which represents an important part (~30% of the sequence), which is a 
challenge for crystallography
3
. So we decided to orientate our experiments in specific 
methods which permit to study this kind of protein with an intrinsically disordered region 
(IDR). These methods are small angle X-ray scattering (SAXS), nuclear magnetic resonance 
(NMR), circular dichroism (CD) and electron microscopy. 
 
 By combination of these different approaches, it was found that RNase Y seems to be 
organized in a oligomeric form with a ring shape. This oligomer is homogenous in 
microscopy, globular and structured in SAXS. The intrinsically disordered domain is not 
completely disordered as we can conclude with the SAXS analysis. It contains some 
secondary structural elements (α helix) but it has no tertiary structure as we can conclude with 
CD and NMR analysis respectively. SAXS analysis of the RNase Y dimeric form show that 
this dimeric form is structured but have a very elongated shape. In vitro activity tests on both 
oligomeric and dimeric form reveal that this two form are active. Oligomer cryomicroscopy 
pictures collected will allow us to get a structure with a better resolution. At the moment, this 
oligomer seems to be composed by eight RNase Y dimer. 
 
 Some questions need to get an answer now : Does this oligomeric organization exist in 
vivo ? How we can explain an endonuclease activity with this RNase Y structural organization 
? Does this ID domain interacts with protein partners in the cell like E. coli RNase E which 
can interacts with partners to form the degradosome complex for mRNA degradation ? Does 
this ID domain can also interacts with RNA like the RNase E ID domain ? 
Résumé : 
 
Hardouin Pierre – Thèse de doctorat - 2017 
 
Résumé : 
Étude structurale de la RNase Y, une endoribonucléase impliquée dans la dégradation 
des ARNm chez Bacillus subtilis 
Mots clés : Bactérie, ARNm, ribonucléase, oligomère, protéine intrinsèquement désordonnée, SAXS, 
RMN, microscopie électronique 
 
 Le processus de maturation et de dégradation des ARNm chez les bactéries implique 
différentes ribonucléases (RNases). Une endoribonucléase a été découverte en 2009 chez 
Bacillus subtilis appelée RNase Y. Cette RNase joue un rôle centrale en catalysant la réaction 
de clivage initiatrice, un clivage endonucléolytique. Les fragments d'ARN issus du clivage par 
la RNase Y deviennent alors plus sensibles à la dégradation, en 5' et 3', par les exonucléases. 
La RNase Y possède les mêmes caractéristiques fonctionnelles que la RNase E d' E. coli, il 
s'agit de son homologue fonctionnel, en effet ces deux enzymes ne partagent aucune 
homologie de séquence et la RNase Y ne possède aucun homologue structural connu. 
 
 Bacillus subtilis est la bactérie modèle chez les Gram positif qui contiennent 
également de nombreux pathogènes pour l'homme comme par exemple les espèces Listeria, 
Staphylococcus, Streptococcus, Clostridium. Certaines de ces bactéries ont développé des 
résistances aux antibiotiques et les RNases ont récemment été perçus comme de nouvelles 
cibles thérapeutiques pour la détermination de nouveaux composés antimicrobiens. Obtenir 
des informations structurales sur la RNase Y est donc d'une grande importance pour le futur 
de la recherche de nouveaux antibiotiques. 
 
 L'objectif principal de ce projet a été de produire et cristalliser différentes 
constructions de la RNase Y afin de résoudre sa structure par diffraction des rayons X. Mais 
les essais de cristallisation de cette protéine n'ont pas abouti. La RNase Y possède un domaine 
intrinsèquement désordonné (ID) en N-terminal (~30% de la séquence de la RNase Y), ce 
type de domaine est en général très difficile à cristalliser. Nous avons donc décidé d'orienter 
nos expérimentations vers des techniques permettant d'étudier ce type de protéine, comme la 
diffusion des rayons X aux petits angles (SAXS), la résonance magnétique nucléaire (RMN), 
le dichroïsme circulaire (CD) et la microscopie électronique. 
 
 En combinant ces différentes techniques, il s'est avéré que la RNase Y semble 
s'organiser sous forme d'un oligomère ayant une forme en anneau. Cet oligomère est 
homogène en microscopie, globulaire et structuré en SAXS. Le domaine ID lui n'est pas 
complètement déstructuré comme le révèle son analyse en SAXS. Il contient des éléments de 
structure secondaire de type hélice α et ne possède pas de structure tertiaire, comme le 
concluent respectivement les analyses en CD et RMN. L'analyse en SAXS de la forme 
dimérique de la RNase Y révèle que le dimère est structuré mais qu'il possède une forme 
allongée. Les tests d'activité in vitro sur la forme dimérique et oligomérique montre que ces 
deux formes sont activent. Les images collectées en cryo-microscopie nous permettrons 
d'obtenir une structure de meilleure résolution de l'oligomère, qui semble être constitué de 8 
dimères de RNase Y. 
 
 Les questions qui se posent maintenant sont les suivantes: Est-ce que cette forme 
oligomérique est présente in vivo ? Comment expliquer une activité endonucléase par une 
telle organisation structurale en oligomère de la RNase Y ? Est-ce que le domaine ID interagit 
avec des partenaires protéiques comme c'est le cas de la RNase E chez E. coli qui forme un 
complexe de dégradation des ARNm appelé dégradosome ? Est-ce que ce domaine ID est 
également capable d'interagir avec l'ARN comme le domaine ID de la RNase E ? 
